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Résumé
La migration des cellules est nécessaire au cours du développement.
Chez l’adulte, elle contribue au renouvellement des tissus, à la ci-
catrisation et à la circulation des cellules immunitaires. Les cellules
cancéreuses acquièrent des capacités de migration qui échappent aux
mécanismes normaux de régulation. Elles peuvent ainsi envahir les
tissus environnants et, éventuellement, former des métastases.
Les astrocytes représentent une majorité de cellules gliales du sys-
tème nerveux central. Ils migrent en réponse à des facteurs inflamma-
toires et interviennent ainsi dans la cicatrisation et la régénération
des tissus lésés. Les astrocytes peuvent être à l’origine de tumeurs
appelées gliomes qui représentent la majorité des tumeurs cérébrales
primaires. Les formes les plus agressives, appelées glioblastomes, sont
des tumeurs extrêmement invasives, ce qui les rend particulièrement
difficiles à traiter.
Les microtubules jouent un role crucial dans la migration des astro-
cytes et des cellules de gliomes (Etienne-Manneville, 2013a). Au cours
de la migration, le réseau de microtubules est totalement réorganisé
pour permettre la polarisation de la cellule. Formés par association
de dimères d’α et β-tubuline, leur régulation intervient de multiples
manières comme par exemple au niveau de leur dynamique de poly-
mérisation à la périphérie de leurs interactions avec les composants
cellulaires ou par leurs modifications post-traductionnelles (Etienne-
Manneville, 2010). En effet, les dimères de tubulines polymérisées,
inclues dans les microtubules, peuvent être, entre autres, détyrosinées,
acétylées, mono ou poly-glutamylées, et mono ou poly-glycylées (Janke
and Chloë Bulinski, 2011). Durant la migration cellulaire, ces modifi-
cations post-traductionnelles peuvent notamment jouer un rôle dans
la régulation du trafic intracellulaire.
L’objectif majeur de mon projet de thèse est d’étudier les mécanismes
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de régulation des microtubules au cours de la migration des astrocytes
normaux et tumoraux, et plus particulièrement le rôle des modifications
post-traductionnelles de la tubuline. Je me suis focalisée sur trois
principales modifications post-traductionnelles des microtubules durant
la migration : la polyglutamylation, la détyrosination et l’acétylation.
En premier lieu, j’ai étudié le rôle potentiel de la polyglutamylation
dans la mise en place de la polarité cellulaire chez les astrocytes. Je
n’ai pas observé d’effet de cette modification durant la migration
des astrocytes. Je me suis concentrée ensuite sur la détyrosination
et l’acétylation, deux modifications généralement observées sur les
microtubules "âgés" et stables. J’ai observé que ces deux modifications
n’avaient pas le même effet sur la migration des astrocytes, bien qu’elles
soient généralement associées aux mêmes fonctions biologiques. En effet
l’augmentation de la tyrosination augmente la vitesse de migration
des astrocytes tandis que la diminution de l’acétylation diminue leur
vitesse de migration. J’ai montré que l’acétylation des microtubules par
l’acétyltransférase αTAT1 régule la dynamique des sites d’adhésion à la
matrice extracellulaire au cours de la migration astrocytaire. L’absence
d’αTAT1 induit une défaut de capture des microtubules à proximité
des plaques d’adhérence régulée, entre autres, par la protéine MICAL3.
Ce défaut de recrutement de MICAL3 induit une perturbation de
l’exocytose localisée au niveau de ces sites d’adhésion.
J’ai montré que la protéine αTAT1 régule la dynamique des plaques
d’adhérence en contrôlant la fusion des vésicules Rab6A positives avec la
membrane plasmique à proximité des plaques d’adhérence. Le contrôle
du trafic membranaire vers les plaques d’adhérence par l’acétylation
des microtubules implique MICAL3, protéine nécessaire à l’ancrage
des microtubules à la membrane plasmique.
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Introduction
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Introduction
Dans le laboratoire, nous étudions les mécanismes qui régulent la
mise en place de la polarité et la migration des astrocytes. Cette mi-
gration s’effectue de manière collective. Dans cette introduction, je
vais donc détailler, dans un premier temps, les principes de la migra-
tion mésenchymale collective. Celle-ci est caractérisée par la présence
de contacts intercellulaires médiés principalement par les jonctions
adhérentes, et par l’intégration et la coordination de contacts à la
matrice extracellulaire. La dynamique de ces sites d’adhésion contri-
buent à la polarité cellulaire et la migration dirigée de la cohorte de
cellules. Le cytosquelette, composé des filaments d’actine, des filaments
intermédiaires et des microtubules, contribue à la régulation de ces
contacts. Les microtubules jouent un rôle essentiel durant la migration
astrocytaire. C’est pour cette raison que durant ma thèse j’ai étudié
plus particulièrement les mécanismes de régulation de la fonction des
microtubules au cours de la migration des astrocytes. Je détaillerai
donc dans la suite de l’introduction, la structure et la régulation du
réseau de microtubules et son rôle dans la régulation de la migration
cellulaire. La compréhension des mécanismes de régulation de la migra-
tion cellulaire est essentielle pour déterminer les processus dérégulés
lors de l’invasion tumorale.
3
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1 La migration cellulaire
Dans le laboratoire nous utilisons les astrocytes comme modèle cellu-
laire. Leur migration s’effectue de manière collective et mésenchymale.
1.1 Migration individuelle versus migration col-
lective
La migration cellulaire est la capacité d’une cellule à se déplacer
de manière active d’une localisation à une autre. Elle est essentielle
chez les organismes pluricellulaires puisqu’elle participe à de nombreux
processus physiologiques et pathologiques. Par exemple, lors de la
morphogénèse elle contribue à la formation des tissus et organes, mais
aussi chez l’adulte durant la cicatrisation, le renouvellement des tissus,
la réponse immunitaire et la dissémination des cellules cancéreuses
(Christiansen and Rajasekaran, 2006; Friedl et al., 1995; Lecaudey
et al., 2008; Vaughan and Trinkaus, 1966; Weijer, 2009).
La migration cellulaire est initiée par la formation d’une protrusion à
l’avant de la cellule orientée dans la direction de migration. L’intégration
de points focaux, sites d’adhésion au substrat, à l’avant de la cellule
induit la génération de forces de contraction et permet la translocation,
à l’arrière, du corps cellulaire (Figure 1.1).
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1.1 Migration individuelle versus migration collective
Figure 1.1 – Les différentes étapes de la migration cellulaire en deux
dimensions.
1. La polymérisation du cytosquelette d’actine et de microtubules permet la formation
d’une protrusion à l’avant de la cellule. 2. Des plaques d’adhérence sont formées
à l’avant de la cellule. Elles sont liées aux filaments d’actine qui permettent la
génération de forces pour faire avancer la cellule. 3. Les forces de contraction au
front de migration ainsi que le désassemblage des plaques d’adhérence à l’arrière de
la cellule permettent la translocation du corps cellulaire (Ladoux and Nicolas, 2012).
1.1.1 Migration amiboïde versus migration mésenchymale
La migration mésenchymale nécessite l’adhérence des cellules au substrat
Durant la migration collective, plusieurs cellules migrent de manière
plus dirigée que les cellules isolées. En effet, bien que les cellules indivi-
duelles migrent plus rapidement, elles possèdent une faible persistance
de migration, modifiant rapidement et fréquemment leur direction de
migration. Dans la migration cellulaire collective, les contacts inter-
cellulaires maintiennent l’intégrité physique du groupe de cellules,
mais contribuent aussi à la coordination du mouvement des cellules
adjacentes.
Comme pour la migration de cellules individuelles, la migration
collective résulte de l’établissement d’un axe de polarité avant-arrière
couplé à des réarrangements polarisés du cytosquelette et à la polarisa-
tion du trafic membranaire (Figure 1.2).
L’établissement de l’axe de polarité avant-arrière n’est pas seulement
structural et morphologique. En effet, la signalisation est, elle aussi
polarisée. Elle implique des GTPases de la famille Rho telles que Rac
et Cdc42 qui induisent des réarrangements du cytosquelette à l’avant
de la cellule. La polymérisation rapide des filaments d’actine à l’avant
contribue à la formation de la protrusion membranaire, comme les
filopodes et le lamellipode, et induit l’engagement d’adhésions à la
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Chapitre 1. La migration cellulaire
matrice extra-cellulaire via les intégrines (Figure 1.2). A l’arrière de la
cellule, Rho induit la contractilité du complexe actomyosine permettant
la translocation du corps cellulaire vers l’avant.
Figure 1.2 – Polarisation et migration d’une cellule individuelle
Durant la migration d’une cellule individuelle, l’engagement des intégrines à l’avant
avec la matrice extra-cellulaire induit la formation d’une protrusion. L’association
entre ces adhésions et les fibres dorsales d’actine vont permettre d’exercer des forces
de contraction nécessaires au mouvement de la cellule. Le centrosome est situé à
l’avant du noyau et le réseau de microtubules est polarisé afin d’orienter le trafic
vésiculaire (Mayor and Etienne-Manneville, 2016).
La migration mésenchymateuse est caractéristique de la migration
des fibroblastes. Durant la migration mésenchymateuse, la cellule subit
des changements morphologiques et forme une protrusion allongée dans
la direction de la migration. La cellule se polarise de façon dépendante
des interactions entre les intégrines et la matrice extracellulaire. Afin
d’envahir les tissus, les cellules dégradent la matrice via la sécrétion de
protéases au front de migration de la cellule. La présence de contacts
focaux induit, chez les cellules mésenchymateuses, une migration plus
lente (0.1-2m/min) (Zamir et al., 2000).
Le mouvement amiboïde nécessite peu d’adhérence au substrat
Durant ce type de migration, la cellule interagit très peu avec le
substrat facilitant le détachement des cellules et donc la rétraction
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1.1 Migration individuelle versus migration collective
de l’arrière des cellules. Les cellules sont propulsées vers l’avant grâce
à la contractilité du complexe d’actomyosine à l’arrière de la cellule.
L’absence ou la quasi absence de contacts focaux induit une migration
rapide de ces cellules (Friedl et al., 1998).
Figure 1.3 – Différents exemples de migration individuelle
A. Migration d’un fibroblaste (C3H10T1/2). Le noyau est indiqué en bleu, les
mitochondries en rouge et l’actine en vert. B. Migration de fibroblastes dans un test
de blessure. C. Migration d’un kératocyte de zebrafish. D. Migration d’un leucocyte
(HL-60 cell : human promyelocytic leukemia cell). Barre d’échelle pour A, C, and D :
10 µm, pour B : 100 µm. (Trepat et al., 2012)
Contrairement aux fibroblastes, les kératocytes de poissons ou d’am-
phibiens migrent rapidement (10-15 µm/min) et possèdent une forte
persistance de migration durant laquelle la formation de la protrusion,
la contraction à l’avant et la rétraction à l’arrière sont étroitement
coordonnées et permettent ainsi à la cellule de conserver la même
morphologie (Figure 1.3.C) (Bergert et al., 2015).
Autre exemple de migration amiboïde, les leucocytes, communément
appelés globules blancs, sont des cellules du système immunitaire,
protégeant le corps des diverses infections qu’il peut subir. Ces cellules
sont très mobiles et observées à travers tout le corps, aussi bien dans
le sang, les tissus et le système lymphatique (Figure 1.3.D).
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1.1.2 Les caractéristiques de la migration collective
La migration collective est caractérisée par une vitesse et une di-
rection de migration commune au groupe de cellules. Cette migration
dirigée est induite par la présence de contacts intercellulaires mé-
diés principalement par les jonctions adhérentes et la présence de sites
d’adhésion à la matrice extracellulaire au front de migration qui permet
l’activitation de voie de signalisation impliquées dans la polarisation
des cellules. Chez les gliomes, la perte des contacts intercellulaires et
la localisation anormale des sites d’adhésion dépendant des intégrines
induit une vitesse de migration plus importante et une persistance
de migration plus faible, ce qui signifie que leur migration n’est plus
dirigée (Péglion and Etienne-Manneville, 2012).
Les cellules "directrices" jouent un rôle de senseur du micro-environnement
Durant la migration collective, les cellules à l’avant du groupe sont
appelées cellules "directrices". Ces cellules jouent le rôle senseur du
micro-environnement et dictent la direction et la vitesse de migration
au groupe de cellules à l’arrière, nommées cellules "suiveuses".
Les cellules directrices sont exposées à de nombreux signaux chi-
miques externes et jouent un rôle essentiel dans le remodelage de la
matrice extra-cellulaire durant la migration. A l’arrière des cellules
directrices, les contacts inter-cellulaires inhibent la formation d’un
front de migration chez les cellules suiveuses (Figure 1.4).
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Figure 1.4 – Rôle des cellules directrices durant la migration collective
Les cellules directrices (leader cell) situées au front de migration régulent la migration
de la cohorte de cellules en intéragissant directement avec les cellules situées à l’arrière
(follower cell) et les cellules directrices adjacentes. La stimulation par des facteurs
solubles externes, l’adhésion au substrat et l’adhésion inter-cellulaire permet la
polarisation des cellules directrices à l’avant et donc la migration dirigée du groupe
de cellule (Mayor and Etienne-Manneville, 2016)
L’interaction des cellules directrices avec la matrice extra-cellulaire L’in-
teraction des cellules avec la matrice extra-cellulaire dépend des inté-
grines et permet la transduction de signaux mécaniques et chimiques.
En effet, en réponse à la composition et à la rigidité du substrat, les
intégrines activent des voies de signalisation intracellulaires spécifiques
(Boettiger, 2012; Dabiri et al., 2012). In vitro, lors d’une migration
collective, de nouvelles interactions avec la matrice extra-cellulaire sont
induites au front de migration des cellules. Ces interactions induisent
l’activation de voies de signalisation permettant des réarrangements
du cytosquelette ainsi qu’une polarisation structurale conférant aux
cellules directrices leurs caractéristiques (Etienne-Manneville and Hall,
2001).
L’engagement des intégrines avec la matrice extra-cellulaire in-
duit un recrutement et une activation de Cdc42 et/ou Rac via divers
adaptateurs (Osmani et al., 2010, 2006; Lawson and Burridge, 2014).
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L’activation de ces GTPases promeut l’extension de la protrusion à
l’avant ainsi que la polarisation du réseau de microtubules et du trafic
vésiculaire qui lui est associé (Etienne-Manneville, 2013b).
Les cellules directrices sont stimulées par des facteurs moléculaires extra-
-cellulaires In vivo, la migration collective est généralement activée
par l’intermédiaire de facteurs solubles tels que des chimiokines ou des
facteurs de croissance. Les cellules directrices jouent un rôle essentiel
dans la perception de facteurs chimiques environnementaux afin d’in-
duire la migration du groupe de cellules selon un gradient chimique.
Cette réaction est appelé chimiotaxisme (Haas and Gilmour, 2006).
Ces facteurs chimiques contribuent au mouvement collectif des cel-
lules de deux manières. La première met en jeu une signalisation via des
récepteurs aux facteurs de croissance et les chimiokines qui permettent
la formation et la polarisation de la protrusion. La majorité des fac-
teurs solubles active Cdc42 et Rac via une signalisation dépendant des
phospho-inositides, afin d’induire la polymérisation de l’actine (Barber
and Welch, 2006; Kölsch et al., 2008). Dans le cas de la migration
de cellules individuelles, une PI3K (phospho-inositide 3-kinase) est
recrutée et activée induisant une boucle de retrocontrôle positif de
Rac, ce qui contribue par la suite à un réarrangement du cytosquelette
d’actine et la formation de la protrusion membranaire.
Afin de contrôler le mouvement collectif des cellules, les facteurs
moléculaires externes peuvent aussi induire l’expression spécifique de
certains gènes permettant de définir les caractéristiques des cellules
directrices (Mayor and Etienne-Manneville, 2016).
Les cellules directrices interagissent entre elles via les contacts intercellu-
laires Lorsque un groupe de cellules migre collectivement, les cellules
directrices sont liées les unes aux autres par l’intermédiaire de jonctions,
principalement des jonctions adhérentes, dont les principaux compo-
sants sont les cadhérines. Elles interagissent avec les réseaux d’actine
et de microtubules via les caténines p120, α et β (Etienne-Manneville,
2011, 2012). Les jonctions adhérentes, via leur interaction avec le cytos-
quelette d’actine, sont essentielles pour maintenir l’intégrité du tissu
et guider la cohorte de cellules en migration. Une perturbation de la
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fonction des cadhérines affecte fortement la dynamique migratoire du
groupe de cellules (Bazellières et al., 2015).
Les jonctions adhérentes formées par les cadhérines sont aussi im-
pliquées dans la chimiotaxie de la cellule, ce qui suggère que ces
interactions entre les cellules sont importantes dans la perception
et l’interprétation des signaux chimiques extérieurs (Theveneau and
Mayor, 2012).
De nombreuses études ont démontré la relation antagoniste qui
existe entre les jonctions adhérentes et les adhésions à la matrice extra-
cellulaire (Dupin et al., 2009; Borghi et al., 2010; Burute and Thery,
2012). La formation de contacts via les cadhérines est nécessaire afin de
polariser correctement les cellules, pour diriger le mouvement collectif
(Etienne-Manneville, 2012). Dans le laboratoire, nous avons montré
qu’en l’absence de jonction adhérente, les intégrines sont recrutées au
niveau de la matrice extracellulaire à la périphérie de la cellule (Camand
et al., 2012) (Figure 1.5.a). Cela induit la formation de protrusions
membranaires orientées dans diverses directions et une diminution de
la persistance de migration (Camand et al., 2012). Dans le cas de
la migration collective, les contacts inter-cellulaires contribuent à la
polarisation de la cellule en limitant l’engagement des intégrines au
front de migration (Figure 1.5.a).
Le maintien et la dynamique des contacts inter-cellulaires sont
essentiels pour préserver la cohésion des cellules directrices et du
groupe de cellules. Des études précedentes dans le laboratoire ont
montré que durant la migration, les jonctions adhérentes sont soumises
à un flux rétrograde du complexe d’acto-myosine (Peglion et al., 2014)
(Figure 1.5.b). A l’arrière de la cellule, les jonctions se dissocient et sont
internalisées pour être ensuite recyclées à l’avant de la cellule afin de
former de nouveaux contacts (Peglion et al., 2014). Cette dynamique
permet une grande plasticité des contacts inter-cellulaires entre les
cellules directrices tout en maintenant une force mécanique via leur
association avec les câbles d’actine (Figure 1.5.c).
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Figure 1.5 – Rôle et dynamique des jonctions adhérentes durant la migra-
tion collective
a. Les jonctions adhérentes participent à la migration dirigée des cellules. La dis-
tribution latérale des jonctions adhérentes limite celle des adhésions à la matrice
extra-cellulaire à l’avant. La signalisation induit par l’activation des intégrines est
polarisée et participe à l’orientation du cytosquelette, du centrosome et de l’appareil
de Golgi dans la direction de la migration. b. Les jonctions adhérentes sont associées
aux cables d’actine. Le flux rétrograde des fibres transverses d’actine associées aux
jonctions permet de coordonner la dynamique du réseau d’actine entre les cellules
adjacentes. c. Le flux rétrograde d’actine induit un réarrangement constant des
contacts inter-cellulaires. A l’arrière de la cellule, les jonctions se dissocient et sont
recyclées afin de redistribuer les cadhérines à l’avant de la cellule et de former de
nouveaux contacts. (Mayor and Etienne-Manneville, 2016)
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1.1.3 Un modèle in vitro de migration collective : la migra-
tion astrocytaire
Les astrocytes
Les astrocytes sont des cellules gliales du système nerveux cen-
tral. Ils assurent un grand nombre de fonctions essentielles pour le
développement, la survie et le fonctionnement des neurones.
Les astrocytes jouent un rôle important lors du développement des
matières grise et blanche. En effet, les liens créés par les astrocytes
guident la migration des axones en développement (Powell and Geller,
1999) et participent aussi à la formation des synapses (Christopherson
et al., 2005). Les astrocytes régulent le flux sanguin local de part leur
multiples contacts avec le système circulatoire. Ils participent aussi
au maintien du pH et de l’homéostasie de l’espace inter-synaptique
essentiels pour la transmission de l’information entre les neurones.
Figure 1.6 – Les astrocytes,des cellules gliales
A. En conditions non pathologiques, les astrocytes ont une forme étoilée. Ils peuvent
être visualisés avec un marquage de la GFAP (glial fibrillary acidic protein) en rouge.
Barre d’échelle : 2µm. B. Dans le cas de l’astrogliosis, les astrocytes s’activent (en
bleu) pour répondre à une réaction inflammatoire (en rouge, la microglie) (image
provenant du laboratoire de Maiken Nedergaard, University of Rochester Medical
center). Barre d’échelle : 10µm
Dans des conditions physiologiques normales, les astrocytes ont une
forme étoilée (Figure 1.6.A). Mais en cas de lésion du système nerveux
central, comme une infection, une ischémie ou une maladie neurodege-
nérative, les astrocytes subissent un grand nombre de modifications
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structurales, moléculaires et génétiques qui suit un processus nommé
gliose réactive. Les astrocytes se polarisent et migrent en direction du
site inflammatoire afin de cicatriser le tissu lésé (Figure 1.6.B).
Les gliomes, cellules cancéreuses dérivées des astrocytes
Les gliomes sont les tumeurs cérébrales les plus fréquentes chez
l’adulte (2/3 des cas) et la deuxième cause de cancer chez l’enfant
(Boyle et al., 2008). Elles dérivent de cellules gliales et en particulier
d’astrocytes. Les gliomes de grade IV, aussi appelés glioblastomes,
sont les plus agressifs et leur pronostic vital est faible. Cela est dû,
pour une grande part, à la nature particulièrement invasive de ces
tumeurs. La migration des cellules tumorales dans les tissus cérébraux
avoisinants diminue l’efficacité de l’excision chirurgicale. La récurrence
de la tumeur est quasiment inévitable et 90% des patients développent
de nouvelles lésions au niveau du site d’origine de la tumeur (Lee et al.,
1999) ou à un site distant dans le cerveau (Krista A. van Nifterik,
Paula H. M. Elkhuizen, Rob J. van Andel, Lukas J. A. Stalpers, Sieger
Leenstra, M. Vincent M. Lafleur, W. Peter Vandertop, Ben J. Slotman,
Theo J. M. Hulsebos and Sminia, 2006) . De plus, les traitements
traditionnels et récents ont un impact limité sur le pronostic vital.
Parfois, certains traitements semblent même augmenter le potentiel
invasif des glioblastomes (Ueno et al., 2015) (Bae et al., 2011). La nature
invasive de ces tumeurs et la résistance au traitement de radiothérapie
et chimiothérapie restent encore une cause importante de mortalité. La
combinaison récente de certains traitements ont permis l’amélioration
du pronostic. Cependant la plupart des patients succombent toujours
de leur maladie, le pronostic vital médian étant de 15 mois et seulement
3% des patients survivent au-delà de 3 ans (Boyle et al., 2008).
Il est essentiel d’étudier les mécanismes de régulation de la migration
des astrocytes normaux afin d’identifier et comprendre les perturbations
observées lors de ces processus invasifs.
Le migration astrocytaire in vitro
Durant la gliose réactive, les astrocytes se polarisent et migrent en
direction du site inflammatoire afin de cicatriser le tissu lésé (Figure
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1.7.A). Ce processus peut être reproduit in vitro en effectuant un test
de blessure. Les astrocytes sont cultivés sur une boite de pétri jusqu’à
obtention d’une monocouche cellulaire. Suite à une rayure de la mono-
couche, les astrocytes se polarisent et migrent perpendiculairement à la
blessure (Figure 1.7.B). Ils forment une longue protrusion d’environ µm
orientée dans la direction de la migration. Le noyau est situé à l’arrière
du corps cellulaire et le centrosome positionnée à l’avant du noyau.
Ce test permet d’étudier les mécanismes cellulaires et moléculaires
impliqués dans la polarisation et la migration astrocytaire (revues
sandrine).
Figure 1.7 – Le modèle de migration astrocytaire in vitro
A. En culture, les astrocytes ne présentent pas de polarité évidente. Suite à une
rayure de la monocouche, les astrocytes se polarisent et migrent perpendiculairement
à la blessure. B. Observation en contraste de phase d’astrocytes primaires de rat en
migration lors d’un test de blessure in vitro. Barre d’échelle : 50µm
Dans le laboratoire, nous utilisons ce test de blessure in vitro, qui
est un excellent modèle pour étudier les mécanismes de régulation
de la polarité et la migration cellulaire. Durant ma thèse j’ai utilisé
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ce modèle pour étudier la régulation des microtubules au cours de la
migration astrocytaire.
1.2 Le cytosquelette dans la migration cellulaire
Le cytosquelette est un réseau de fibres protéiques nécessaire à de
nombreuses fonctions cellulaires telles que le maintien de la forme de
la cellule, la migration cellulaire et la mitose. Il forme une structure
complexe et hautement dynamique composée de trois éléments majeurs :
les filaments d’actine, les microtubules et les filaments intermédiaires.
1.2.1 Les filaments d’actine
Un filament d’actine F est issu de la polymérisation de plusieurs
sous-unités d’actine globulaire G, organisées en double brin helicoidal
(Holmes et al., 1990).
Il possède un diamètre d’environ 7nm et sa longueur de persistance,
proprité mécanique permettant de carctériser la rigidité d’un polymère,
est d’environ 17µm (Kainulainen et al., 2002). Le filament d’actine
est une structure polarisée possédant une extrémité positive "plus",
appelée aussi bout barbé, et une extrémité négative "moins", appelée
aussi bout pointu (Figure 1.8).
Le réseau d’actine participe à de nombreux processus cellulaires comme
la contraction musculaire, la migration cellulaire, la division cellulaire,
le transport de vésicules et d’organelles, ainsi que l’établissement et le
maintien des jonctions cellulaires et de la forme de la cellule.
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Figure 1.8 – La dynamique des filaments d’actine
Le filament d’actine croît lorsque l’actine G liée à l’ATP s’associe avec le filament.
Dans des conditions physiologiques, l’actine G s’associe plus facilement avec l’extré-
mité "+" du filament et plus difficilement à l’extrémité "-". Cependant il est possible
de croître par les deux extrémités. La polymérisation spontanée des filaments d’actine
est limitée par la cinétique de formation des oligomères d’actine (indiquée par les
flèches fines et épaisses). Par la suite, l’association des monomère au filament s’effec-
tue plus rapidement à l’extrémité "+" qu’à l’extrémité "-". L’hydorlyse spontanée
de l’ATP induit une destabilisation du filament et favorise sa dépolymérisation par
l’action de protéines de la famille des cofilines. La profiline induit un achange de
nucléotide sur ’actine G liée à l’ADP dissociée du filament (Nürnberg et al., 2011).
1.2.2 Les microtubules
Les microtubules sont l’un des éléments du cytosquelette les plus
répandus dans les cellules eucaryotes. Ils sont essentiels à de nombreuses
fonctions cellulaires comme la division cellulaire, la migration cellulaire
et le transport intracellulaire. Ils forment des tubes creux polarisés
d’un diamètre de 25nm qui s’assemblent et se désassemblent depuis
leurs extrémités. Leur structure, leur dynamique et leur régulation
seront développées dans le chapitre suivant (Chapitre 2).
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1.2.3 Les filaments intermédiaires
Contrairement aux filaments d’actine et aux microtubules, les fi-
laments intermédiaires ne possèdent pas de polarité intrinsèque (cf.
figure). Ils sont formés de protéines fibrillaires assemblées de façon héli-
coïdale d’un diamètre d’environ 10nm (Figure 1.9.A). Il existe environ
70 gènes codant pour différents types de protéines de filaments inter-
médiaires. Dans les astrocytes, on trouve majoritairement la nestine,
la vimentine, la GFAP et la synemine qui sont cytoplasmiques, ainsi
que la lamine, qui est nucléaire (Figure 1.9.B).
Figure 1.9 – La dynamique d’assemblage des filaments intermédiaires
A. l’assemblage des filaments intermédiaires débute par la formation de dimères paral-
lèles. Les dimères s’associent latéralement de manière anti-parallèle pour former des
protofilaments. l’association de 8 protofilaments compose l’ULF, l’unité structurale
des filaments intermédiaires, qui après compaction forme un filament mature de 10nm
de diamètre (Godsel et al., 2008). B. Les différents types de filaments intermédiares
présents dans les astrocytes. à gauche, le niveau d’expression des protéines. à droite,
une immunofluorescence des filaments intermédiaires (Sakamoto et al., 2013).
Les filaments d’actine et les microtubules sont des structures polari-
sées qui présentent une dynamique de polymérisation hors équilibre
très rapide, de l’ordre de la seconde à la minute (Desai and Mitchison,
1997) et un temps de renouvellement du réseau de l’ordre des minutes,
tandis que les filaments intermédiaires sont des structures apolaires
possédant un temps de polymérisation de l’ordre de quelques minutes et
le renouvellement de son réseau de l’ordre de plusieurs heures (Nöding
et al., 2014).
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1.3 L’établissement et la maintenance d’un axe
de polarité avant-arrière durant la migration
cellulaire dirigée
1.3.1 Définition
En réponse aux signaux environnementaux, les cellules animales
acquièrent et maintiennent une forme asymétrique. Cette propriété,
appelée polarité cellulaire, est fondamentale dans certains processus
biologiques tels que la formation des tissus durant le développement.
La polarité cellulaire joue aussi un rôle essentiel dans le transport
intracellulaire, la division et la différentiation cellulaire, ainsi que dans
la directionalité de la migration (Figure 1.10).
La polarité cellulaire correspond à l’organisation morphologique
structurale et fonctionnelle des cellules le long d’un axe de polarité.
L’axe de polarité avant-arrière des cellules en migration est, entre autre,
défini par une organisation spatiale et temporelle du cytosquelette et
des structures associées à l’adhésion.
La polarisation avant-arrière de la cellule est un processus mis en
place durant la migration individuelle et collective.
Durant la migration cellulaire, la cellule se polarise et forme un
front de migration caractérisé par l’assemblage du cytosquelette qui
induit la formation d’une protrusion orientée dans la direction de la
migration. Au front de migration, le lamellipode est une zone riche en
actine contribuant à la formation de nouveaux contacts avec la matrice
extracellulaire et induisant la polymérisation de l’actine et donc de
la protrusion (Gupton and Waterman-Storer, 2006). A l’arrière du la-
mellipode, l’ancrage des fibres d’actomyosine aux plaques d’adhérence
matures permet la formation de fibres de stress longitudinales respon-
sables des forces de traction. A l’arrière de la cellule, le désassemblage
des plaques d’adhérence induit la translocation du corps cellulaire.
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Figure 1.10 – Quelques exemples de polarité cellulaire in vivo
A. Chez les fibroblastes en migration, le cytosquelette d’actine contribue à la forma-
tion de la protrusion dans la direction de la migration. Le réseau de microtubules
associé au centrosome et à l’appareil de Golgi s’oriente devant le noyau. B. Lorsqu’elle
rentre en contact avec la cellule ciblée, la cellule cytotoxique présente une organisation
polarisée lui permettant d’établir des contacts stables avec l’autre cellule. Le réseau
de microtubule et les voies de sécrétion associées sont orientée dans la direction de
ce contact. C. Les cellules épithéliales différenciées présentent une polarité apico-
basale caractérisée par une distribution spatiale des protéines de part et d’autre les
jonctions serrées. D. Dans les cellules se divisant de manière asymétrique, comme
par exemple le zygote de C. elegans, le réseau de microtubules est polarisé et des
forces asymétriques sont générées de part et d’autre de chaque pôle de l’embryon.
Cela induit un positionnement asymétrique du fuseau mitotique qui contribue à la
formation de cellules filles aux tailles différentes. (Etienne-Manneville, 2004c)
1.3.2 l’établissement d’un axe noyau-centrosome contribu-
tion à la migration cellulaire dirigée
L’axe noyau-centrosome et l’axe avant-arrière de la cellule sont
généralement alignés durant la migration. L’orientation du centrosome
à l’avant du noyau, dans la direction de migration, est commune à de
nombreux types cellulaires migrant en deux dimensions, comme par
exemple dans les astrocytes (Schliwa et al., 1999) et en trois dimensions
comme les neurones (Higginbotham and Gleeson, 2007) (Figure 1.11).
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Le positionnement correct du centrosome semble contribuer à la
persistance de la migration dirigée (Etienne-Manneville, 2013a).
Figure 1.11 – L’orientation de l’axe noyau-centrosome dans les cellules en
migration
L’orientation de l’axe noyau-centrosome dépend des forces générées par l’actine et
les microtubules. Le centrosome (en violet) est connecté au réseau de microtubule
(en vert) qui exerce des forces via la dynéine. Le réseau d’acto-myosine (bleu) génère
des forces de contraction sur le noyau. (Elric and Etienne-Manneville, 2014)
Dans le laboratoire, nous étudions les mécanismes régulant la mise
en place de la polarité cellulaire. L’orientation du centrosome à l’avant
du noyau est impliquée dans la migration cellulaire car elle contribue
à la polymérisation du réseau de microtubules à l’avant et au posi-
tionnement des organelles dans la direction de la migration (Li and
Gundersen, 2008; Sütterlin and Colanzi, 2010; Vinogradova et al., 2009)
(Figure 1.12).
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Figure 1.12 – Les fonctions associées à l’orientation de l’axe noyau-
centrosome
L’orientation du centrosome à l’avant contribue à de nombreuses fonctions essentielles
durant la migration cellulaire comme la polymérisation du réseau de microtubules à
l’avant de la cellule, le trafic polarisé dépendant des microtubules et le mouvement du
noyau. ERC = perinuclear endocytic recycling compartment (Luxton and Gundersen,
2011)
La polarité avant-arrière contribue à la polarisation du réseau de micro-
tubules dans la direction de migration
Le centrosome est le siège de la nucléation des microtubules (Bar-
tolini and Gundersen, 2006). L’extrémité négative des microtubules
est généralement, mais pas seulement, ancrée au centrosome (Jiang
et al., 2014; Wu et al., 2016), et l’instabilité dynamique du réseau
permet à l’extrémité positive de s’étendre radialement afin d’explorer
le cytoplasme (Mitchison and Kirschner, 1984).
La dynamique des microtubules en direction du sens de migration
de la cellule contribue à la dynamique des plaques d’adhérence (Ezratty
et al., 2005; Kaverina et al., 1999; Ezratty et al., 2009), à la régulation de
la voie de signalisation médiée par les GTPases Rho et Rac (Waterman-
Storer et al., 1999a; Krendel et al., 2002), à la polarisation du trafic
vésiculaire et le positionnement des organelles (Figure 1.12).
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La réorientation du centrosome permet la polarisation du trafic vésicu-
laire dépendant des microtubules
L’orientation du centrosome à l’avant du noyau permet l’orientation
de deux organelles essentiels au trafic polarisé effectué via par le réseau
de microtubules : l’appareil de Golgi et le compartiment de recyclage
endocytique péri-nucléaire (Figure 1.12). Ces deux organelles sont
maintenues à proximité du centrosome par la dyneine (Sütterlin and
Colanzi, 2010; Driskell et al., 2007). Le trafic des cargos provenant de
ces deux organelles est polarisé en direction du front de migration via
les microtubules (Schmoranzer and Simon, 2003; Schmoranzer, 2003).
Le complexe de protéines associé à l’exocytose est aussi localisé au front
de migration et contribue à la migration de nombreux types cellulaires
(Rossé et al., 2006; Guo et al., 2001) .
Le trafic polarisé a un rôle important durant la migration cellulaire.
Par exemple, dans les cellules de bordure chez la drosophile, le recyclage
polarisé des récepteurs kinases RTKs est important pour leur migration
dirigée (Assaker et al., 2010). Le recyclage polarisé des intégrines joue
aussi un rôle crucial durant la migration (Caswell et al., 2009a).
Le trafic de cargos en provenance de l’appareil de Golgi semble aussi
contribuer à la migration. En effet l’inhibition de la protéine kinase
D (PKD), régulatrice du trafic en provenance de l’appareil de Golgi,
affecte la migration des fibroblastes (Prigozhina and Waterman-Storer,
2004).
1.3.3 Mécanisme de l’orientation de l’axe noyau-centrosome
La signalisation associée à l’axe de polarité noyau-centrosome
L’activation de la migration en deux dimensions par test de bles-
sure induit l’orientation antérieure de l’axe noyau-centrosome chez les
fibroblastes, les cellules endothléliales et les astrocytes. Des études in
vitro suggèrent que l’orientation de cet axe est corrélé à l’initiation de
la migration (Gotlieb et al., 1981; Kupfer et al., 1982; Gundersen and
Bulinski, 1988). L’observation directe de la dynamique du centrosome
durant la migration, par video-microscopie, a révélé que la formation
de la protrusion et la migration des fibroblastes s’effectuent seulement
après l’orientation de l’axe noyau-centrosome (Gomes et al., 2005a).
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Le mécanisme impliqué dans l’orientation de l’axe noyau-centrosome
a été bien étudié chez les fibroblastes et les astrocytes en migration. Il a
été démontré que l’orientation de cet axe dépend de la GTPase Cdc42,
qui régule différentes voies de signalisation contrôlant le positionnement
du centrosome et du noyau. Les mécanismes mis en jeu dépendent du
type cellulaire.
Dans les fibroblastes, le centrosome est retenu au centre de la cellule
durant l’orientation de l’axe, tandis que le noyau se déplace vers l’arrière
de la cellule (Gomes et al., 2005b). La forme active de Cdc42 stimule
Par6 et MRCK (myotonic dystrophy related kinase Cdc42-binding
kinase) afin de contrôler respectivement les positions du centrosome et
du noyau (Gomes et al., 2005b; Palazzo et al., 2001a). MRCK stimule la
phosphorylation de la myosine II et l’attachement du noyau aux fibres
d’actine qui se déplacent vers l’arrière de la cellule. Par6 interagit avec
la protéine kinase C ζ (PKCζ) afin de maintenir le centrosome près
du centre de la cellule via un mécanisme dépendant des microtubules
et de la dynéine et impliquant la protéine Par3 (Gomes et al., 2005b;
Luxton et al., 2010; Schmoranzer et al., 2009).
Dans les astrocytes, la voie de signalisation dépendante de Cdc42
contrôle aussi l’orientation de l’axe noyau-centrosome. Lors d’un test
de blessure, l’activation des intégrines induit l’activation de Cdc42 qui
s’accumule au front de migration où elle va activer Par6 et PKCζ,
nécessaires à l’orientation de l’axe de polarité (Etienne-Manneville and
Hall, 2001).
Les microtubules contribuent à l’orientation de l’axe noyau-centrosome
Les fibroblastes et les astrocytes nécessitent la dynéine pour l’orien-
tation antérieure de l’axe noyau-centrosome (Palazzo et al., 2001b;
Etienne-Manneville and Hall, 2001).
Chez les fibroblastes, la dynéine, requise pour centrer le centrosome,
est localisée au niveau de sites corticaux d’ancrage des microtubules
(Gomes et al., 2005b; Schmoranzer et al., 2009). La protéine Par3
s’associe spécifiquement à une des deux chaines légères intermédiaires
de la dynéine (LIC2), requise pour l’orientation du centrosome (Schmo-
ranzer et al., 2009). Par3 et LIC2 contribuent à l’augmentation du
temps de pause des microtubules au niveau des contacts intercellulaires,
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suggérant que Par3 est un récepteur cortical de la dynéine contribuant
à l’attachement des microtubules.
Dans les astrocytes, Dlg1 (Discs Large 1) intéragit avec APC (Adeno-
matous Polyposis Coli) à l’extrémité des microtubules afin de polariser
le réseau durant la migration. Le complexe Par6-PKCζ joue un role
crucial de régulation spatiale d’APC et Dlg1 (Figure 1.13). L’interac-
tion entre APC et Dlg1 fait le lien entre la membrane plasmique basale
et l’extrémité positive des microtubules nécessaire à leur ancrage. L’an-
crage des microtubules contribue à la réorientation du centrosome en
recrutant ou activant le complexe moteur dynéine-dynactine (Etienne-
Manneville and Hall, 2001) (Figure 1.13).
Figure 1.13 – Les voies de signalisation contribuant à la polarisation du
réseau de microtubules et à la réorientation du centrosome dans les as-
trocytes
Les voies de signalisation activées au front de migration des astrocytes en migration
qui contribuent au contrôle de la localisation d’APC et Dlg1 et qui induisent une
polarisation du réseau de microtubules nécessaire à la migration (Etienne-Manneville
et al., 2005)
Les fibroblastes et les astrocytes utilisent les mêmes effecteurs afin
d’orienter l’axe noyau-centrosome mais ces effecteurs ne sont pas lo-
calisés de la même manière dans la cellule durant la migration. Cette
différence de localisation peut s’expliquer par la différence de taille
de leur protrusion (50-100µm dans les astrocytes et 20-30µm dans
les finbroblastes) et le temps de polarisation du centrosome (6h dans
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les astrocytes contre 2h dans les fibroblastes) (Palazzo et al., 2001a;
Etienne-Manneville and Hall, 2001).
Les jonction intercellulaires contribuent à l’orientation de l’axe noyau-
centrosome
Les jonctions intercellulaires jouent un rôle important dans l’orien-
tation de l’axe de polarité lors de la migration collective.
Dans le laboratoire il a été démontré que les positions du noyau
et du centrosome dépendent de la N-cadhérine dans les astrocytes.
Une perturbation de l’orientation de l’axe est observée lorsque la N-
cadhérine est inhibée (Dupin et al., 2009; Sabatini et al., 2008).
1.4 La dynamique de l’adhésion
Durant la migration collective des astrocytes, les contacts inter-
cellulaires et les sites d’adhésions au substrat sont essentiels à la
coordination du mouvement dirigé du groupe de cellules. Je présenterai
brièvement la dynamique des jonctions intercellulaires durant la migra-
tion collective, et plus particulièrement celle des jonctions adhérentes,
essentielles à la régulation de la migration astrocytaire et très bien
étudiée au sein du laboratoire. Par la suite je détaillerai la structure et
la dynamique des sites d’adhésion à la matrice extracellulaire que j’ai
plus particulièrement étudiée durant ma thèse.
Durant la migration cellulaire collective, les cellules interagissent
avec l’environnement composé de matrice extracellulaire et avec les
cellules avoisinantes. Les adhésions intercellulaires assurent l’intégrité
du tissu mais permettent aussi l’invasion d’une ou d’un groupe de
cellules à travers le tissu.
1.4.1 La dynamique des jonctions adhérentes durant la mi-
gration collective
Chez les vertébrés, les interactions entre cellules sont médiées par
différentes structures (Figure 1.14) :
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— les jonctions serrées (zonula occludens), aussi appelées jonctions
imperméables, elles sont spécifiques des cellules épithéliales et
endothéliales,
— les desmosomes, généralement observé chez les cellules épithé-
liales,
— les jonctions communicantes (macula communicans), aussi appe-
lées jonctions perméables ou jonctions gap,
— les jonctions adhérentes, présentent dans de nombreux types
cellulaires,
Figure 1.14 – Les jonctions intercellulaires
A. Diagramme de trois jonctions intercellulaires dans les cellules épithéliales. Les
jonctions serrées ("tight junction") sont composée de protéines transmembranaires
liées au réseau d’actine (orange). Les jonctions adhérentes ("adherens junction") sont
formées par l’interaction homophile entre les cadhérines tranmembranaires liées au
réseau d’actine. Les desmosomes sont formés par l’interaction entre des cadhérines
desmosomales et liées aux filaments intermédiaires. B. Image de microscopie électro-
nique de cellules intestinales de souris, sur laquelle on peut observer les différentes
jonctions intercellulaires (Perez-Moreno et al., 2003)
Durant le développement, le renouvellement et la cicatrisation des
tissus, les cellules effectuent de nombreux mouvements dans lesquels
les interactions intercellulaires jouent un rôle crucial.
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Le mouvement collectif du mesendoderme chez le zebrafish (Arboleda-
Estudillo et al., 2010), la formation du conduit mammaire (Ewald et al.,
2008) ou le développement de la trachée (Shaye et al., 2008) néces-
sitent la présence d’adhésions dépendant de cadhérines. Les jonctions
adhérentes sont aussi impliquées dans la migration collective durant
l’invasion des cellules cancéreuses (Friedl and Gilmour, 2009).
Durant la migration collective des astrocytes, les jonctions adhé-
rentes permettent le maintien des interactions entre les cellules et
contribuent à la coordination du mouvement collectif.
Les jonctions adhérentes sont formées par l’interaction entre des
glycoprotéines transmembranaires membres de la famille des cadhérines,
telle que la E-cadhérine, et de protéines de la famille des caténines
telles que la p120, l’α et la β-caténines (Figure 1.15). L’ensemble de ces
protéines contrôle la formation, le maintien et la fonction des jonctions
adhérentes.
Figure 1.15 – Les jonctions adhérentes
Modèle simplifé des jonctions adhérentes. Les jonctions adhérentes permettent de
faire le lien entre les réseaux d’actine de deux cellules adjacentes. Les cadhérines (en
vert) sont liées aux caténines (en jaune). Les caténines servent d’intermédiaire de
liaison avec le cytosquelette d’actine (en violet). p120ctn : p120-caténine. (Fuchs and
Raghavan, 2002)
Les jonctions adhérentes, qui sont composées principalement de
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cadhérines et nectines, jouent un rôle essentiel durant la migration
cellulaire. En effet, leurs propriétés mécaniques participent à la coordi-
nation entre les cellules durant la migration collective. Elles permettent
aussi la transduction de signaux impliqués dans le contrôle de la direc-
tionalité de la polarité et de la migration cellulaire.
Les jonctions adhérentes jouent un rôle mécanique durant la migration
cellulaire
Les jonctions adhérentes supportent le stress mécanique associé
à la migration cellulaire. Les interactions formées par les cadhérines
peuvent générer les forces de protrusion et de contraction nécessaires à
la migration (Ladoux et al., 2010).
Les jonctions adhérentes interagissent avec le réseau de microtubules
et d’actine via les catenines α, β et p120 (Yap et al., 1998; Aberle
et al., 1994). La formation de nouvelles jonctions induit l’assemblage
du réseau d’actine.
Les cadhérines jouent un rôle d’ancrage mécanique et de trans-
ducteurs qui permettent aux cellules de migrer collectivement. Les
cadhérines contribuent aussi à l’orientation de la cellule, à la directio-
nalité de la migration (Dupin et al., 2009).
Les jonctions adhérentes, une plateforme de signalisation
Les jonctions adhérentes ont des fonctions de signalisation pouvant
réguler les réarrangements du cytosquelette et ainsi influencer la migra-
tion. En effet les cadhérines peuvent recruter et/ou activer un grand
nombre d’effecteurs. Ainsi les jonctions adhérentes contribuent à la
migration dirigée en contribuant à la régulation de la polarité cellulaire
et la directionalité de la migration.
Dans le laboratoire, il a été montré que la localisation des jonctions
médiées par les cadhérines à la périphérie de la cellule peut être
suffisante pour promouvoir l’orientation de la cellule en contrôlant
la localisation des plaques d’adhérence et le recrutement polarisé de
Cdc42 (Camand et al., 2012). Le centrosome ainsi que l’appareil de
golgi s’orientent à l’avant du noyau en direction du front de migration
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(Dupin et al., 2011). Cette polarisation est induite par la distribution
asymétrique des jonctions adhérentes à la périphérie cellulaire.
Figure 1.16 – Modèle d’intéraction entre les différents composants des
jonctions adhérentes
Modèle d’intéraction entre les complexe caténine-cadhérine, la vinculine (VCL) et les
filaments d’actine. La structure cristalline de l’αE-caténine a révélé que les domaines
M1 à 3 sont auto-inhibés, ne permettant pas la liaison à la vinculine (gauche). Dans
cette conformation fermée, le domaine M3 est en intéraction avec les domaines M1
et M2. Dans la forme ouverte de l’αE-caténine, l’intéraction entre les domaines M2
et M3 est supprimée et le domaine M1 change de conformation afin d’exposer son
site de liaison à la vinculine. Le complexe αE-caténine-vinculine se lie aux filaments
d’actine (Takeichi, 2014)
De plus, les composants des jonctions jouent un rôle de senseur
mécanique qui permet de guider les cellules suivant les propriétés
physique de leur substrat. Lorsque la rigidité du substrat augmente,
les forces exercées par la cellule sur les jonctions augmentent elles
aussi (Ladoux et al., 2010). La sensibilité des jonctions à la rigidité du
substrat contribue à la directionnalité de la migration en coopérant avec
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le cytosquelette d’actine (Maruthamuthu et al., 2010) et en particulier
la caténine α qui subit un changement de conformation induit par
le stress mécanique (Figure 1.16). Les forces exercées par l’actine
augmentent avec la maturation du complexe, les jonctions deviennent
plus fortes et résistent mieux au stress mécanique (Ladoux et al.,
2010). Les jonctions s’allongent principalement en direction des forces
exercées sur elles. Cette croissance anisotropique induit l’orientation
du cytosquelette qui va influencer la migration dirigée de la cellule.
1.4.2 L’adhésion à la matrice extra-cellulaire
Durant la migration, la cellule interagit avec la matrice extra-
cellulaire via des récepteurs. Cette interaction induit la formation
de structures composées de plusieurs protéines formant des complexes
et interagissant avec le cytosquelette d’actine. Ces sites d’adhésions per-
mettent à la cellule de percevoir de nombreux signaux extra-cellulaire
l’informant des propriétés chimiques et physiques de la matrice extra-
cellulaire (Geiger et al., 2009). Différentes cascades de signalisation sont
activées afin de moduler les forces générées par ces sites d’adhésions
en réponse à la nature du substrat, sa composition chimique (Hersel
et al., 2003) et sa rigidité (Discher et al., 2005; Engler et al., 2006) afin
de moduler la morphologie de la cellule, sa mobilité et la composition
des complexes d’adhésions (Geiger et al., 2009).
Les plaques d’adhérence ont comme fonction l’attachement à la
matrice extra-cellulaire, la génération de force via l’interaction avec
le cytosquelette d’actine, la polymérisation et la régulation de ce
cytosquelette et la transduction de signaux intracellulaires.
Les plaques d’adhérence forment des complexes dynamiques
L’assemblage des plaques d’adhérences est extrêmement régulé et
le recrutement des divers protéines formant le complexe s’effectue de
manière séquentielle (Zaidel-Bar et al., 2004) (Figure 1.17).
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Figure 1.17 – Les jonctions intercellulaires
La matrice extra-cellulaire, les intégrines (hétérodimères α et β) ainsi que le cy-
tosquelette de la cellule intéragissent ensemble au niveau des plaques d’adhérence.
Les plaques d’adhérence sont des complexes dynamiques permettant la transduction
de nombreux signaux. La paxilline et la taline liées aux intégrines recrutent FAK
et la vinculine. FAK phosphoryle l’α-actinine qui se lie à la vinculine et aux fibres
d’acto-myosine. La zyxine se lie à l’α-actinine et aux fibres de stress et n’est présente
que dans les plaques d’adhérence matures. Src et p130Cas s’associent aux plaques
d’adhérence après le regroupement des intégrines (Mitra et al., 2005)
La formation des plaques d’adhérence est initiée par la fixation de
récepteurs à la matrice extra-cellulaire à la périphérie de la cellule. Les
complexes initialement formés, appelés adhésions naissantes, se lient
aux filaments d’actine via la taline (Jiang et al., 2003; Giannone et al.,
2009) (Figure 1.18).
A la limite entre le lamellipode et le lamella, les plaques d’adhé-
rences instables se désassemblent et les plus stables s’allongent dans la
direction du flux rétrograde d’actine (Alexandrova et al., 2008; Gardel
et al., 2008). Cela génère la transduction de forces le long des cables
d’actine, renforçant le lien entre les deux structures et induisant le re-
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crutement d’autres composants des plaques d’adhérence (Geiger et al.,
2009) (Figure 1.18).
Figure 1.18 – Dynamique de l’adhésion à la matrice extra-cellulaire
La formation des sites d’adhésion à la matrice-extra-cellaire est couplé à la formation
de la protrusion au front de migration (filopode et lamellipode). Ces sites d’adhésions
sont initiallement formés dans le lamellipode (nascents adhesion) Ces sites d’adhésions
se désassemblent rapidement ou s’allongent à la limite entre le lamellipode et le
lamella. Ils vont ensuite maturer afin de former des complexes d’adhésion (Parsons
et al., 2010)
La contraction des fibres du complexe d’actomyosine ainsi que la
phosphorylation de certains composants des plaques d’adhérence par la
FAK (focal adhesion kinase) induit la maturation des sites d’adhésion
(Giannone et al., 2009). Par la suite, les plaques d’adhérence se désas-
semblent via divers mécanismes pouvant impliquer les microtubules
que je détaillerai dans le chapitre suivant.
La croissance des plaques d’adhérence étant corrélée au mouvement
de la cellule, les sites d’adhésions sont localisés à la périphérie de la
cellule et croient en direction du centre de la cellule (Smilenov et al.,
1999). Les plaques d’adhérence sont ensuite recyclées (Gardel et al.,
2010) (Figure 1.18).
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La dynamique des plaques d’adhérence durant la migration cellulaire
Dans les cellules en migration, le renouvellement des composants
des sites d’adhésion s’effectue selon un cycle (Figure 1.19). Celui-ci est
régulé par l’équilibre entre le taux de recrutement des composants et
leur désassemblage durant chaque étape du cycle. A la fin de chaque
étape, le complexe se stabilise partiellement durant une certaine durée
avant de progresser dans le cycle (Gardel et al., 2010).
Afin de contrôler la migration cellulaire, l’organisation spatiale des
protéines des sites d’adhésions est finement régulée. Ainsi l’assemblage,
la stabilisation et le désassemblage des plaques d’adhérence s’effec-
tuent dans des régions distinctes (Mohl et al., 2012). Ces régions sont
polarisées selon la direction de la migration comprenant l’assemblage
des sites d’adhésion à l’avant de la cellule, leur stabilisation dans une
région plus large au niveau du lamellipode et leur désassemblage à
l’arrière.
Figure 1.19 – Composition moléculaires des plaques d’adhérence durant
leur maturation
Diagramme schématique des différents étapes de maturation des plaques d’adhérence
et les compositions moléculaires associées à chacune de ces étapes. Les plaques
d’adhérence peuvent se désassembler à chaque étape (fleches noires). FAK, focal
adhesion kinase ; VASP, vasodilator-stimulated phosphoprotein. (Gardel et al., 2010)
L’assemblage des sites d’adhésions à la matrice extra-cellulaire L’assem-
blage des plaques d’adhérence est initié, au front de migration, par
l’ancrage de récepteurs au composants de la matrice extra-cellulaire
(fibronectine, collagène...). Les plaques d’adhérence naissantes appa-
raissent exclusivement dans le lamellipode.
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Les intégrines sont les premiers récepteurs à s’intégrer et se lier à la
matrice extra-cellulaire. Ce sont des protéines transmembranaires for-
mant des hétérodimères, composées d’un large domaine extra-cellulaire
et une petite partie cytoplasmique. Il existe différents types d’inté-
grines se liant spécifiquement à certains composants de la matrice
extracellulaire (Figure 1.20).
Figure 1.20 – La famille des intégrines
Les intégrines sont des hétérodimères formés d’une sous-unité α et une sous-unité β. Il
existe 18 types de sous-unité α et 10 types de sous-unité β. en tout, 24 hétérodimères
ont été identifiés (Cox et al., 2010).
Suite à la fixation des intégrines aux ligands de la matrice extra-
cellulaire, de nombreux signaux intracellulaires sont activés comme par
exemple Rac1 et la production de phospho-inostides (Tolias et al., 1995).
Cet évènement induit le recrutement de la taline (Martel et al., 2001).
Le lien entre la taline et le cytosquelette d’actine permet la stabilisation
des liens entre les intégrines et la matrice extra-cellulaire (Nishizaka
et al., 2000). La taline est un des composants des plaques d’adhérence
les mieux caractérisés. Elle joue un rôle essentiel durant l’assemblage
des plaques d’adhérence. Elle se lie au domaine cytosplamique des
intégrines induisant leur activation (Mohl et al., 2012). Elle peut aussi
se lier directement à l’actine et diverses proteines de signalisation
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associées au cytosquelette (Critchley et al., 2008).
Le recrutement des protéines au niveau des sites d’adhésion s’effectue
de manière séquentielle. Ainsi la composition protéique des plaques
d’adhérence est dépendante de leur âge. Les sites d’adhésion sont
composés initialement des intégrines, taline, paxilline et un faible taux
de vinculine et FAK (Zaidel-Bar et al., 2004) (Figure 1.19).
Parmi les composants initiaux des plaques d’adhérence, FAK, pou-
vant se lier à Src (Schaller et al., 1999), est activé (Laird et al., 2003)
et phosphoryle la paxilline et p130cas (Panetti, 2002). FAK induit
aussi l’inhibition de l’activité de Rho permettant le renouvellement
des sites d’adhésion (Ren et al., 2000). p130cas facilite en retour la
formation du complexe Rac-GEF, induisant la formation de la protru-
sion (Huveneers and Danen, 2009). La paxilline possède de nombreux
domaines permettant la liaison de diverses molécules de signalisation,
de composants des sites d’adhésion et de protéines associées à l’actine
(Deakin and Turner, 2008).
Le recrutement de la vinculine induit le regroupement des intégrines
qui forment un pont flexible entre les récepteurs et le reseau d’actine
(Giannone et al., 2003). La vinculine participe aussi à la stabilité
mécanique du complexe en régulant les forces de contraction (Mierke
et al., 2008).
Enfin dans les stades les plus tardifs, les plaques d’adhérence sont
composées aussi d’un taux élevé de vinculine, d’α-actinine, FAK, VASP
et un faible taux de zyxine (Zimerman et al., 2004).
La croissance des plaques d’adhérence Toutes les adhésions naissantes
ne poursuivent pas leur croissance. Certaines se désassemblent et seule-
ment une petite partie persiste et progresse dans leur cycle de croissance.
Les sites d’adhésion naissants qui ne se sont pas désassemblés, per-
sistent et deviennent plus stables et larges. La plupart des plaques
d’adhérence possèdent une taille qui varient entre 0.5 et 1µm. Elles
sont majoritairement observées à la limite entre le lamellipode et le
lamella (Bershadsky et al., 1985). Elles contribuent à la stabilisation
du lien entre le substrat et le cytosquelette d’actine et permettent la
transduction de signaux chimiques et mécaniques.
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Durant cette phase transitoire, les sites d’adhésion vont croître ou
se désassembler selon les forces mécaniques générées et la rigidité du
substrat (Walcott et al., 2011). La différence entre la force de poussée
liée à la polymérisation de l’actine et la force de traction liée à la
contraction de du complexe d’actomyosine donne lieu à une force de
traction sur le substrat et induit la génération de forces de propulsion
de l’ordre de 5nN/µm au front de migration des cellules (Balaban et al.,
2001). Les forces de propulsion sont plus intenses durant cette phase
de transition et diminuent lorsque les plaques d’adhérence croissent
(Beningo et al., 2001).
Les forces transmises à travers les éléments mécano-sensibles, compo-
sants des sites d’adhésion induisent des changements de conformation
des protéines liées à l’actine, ce qui contribue à l’assemblage des com-
posants des plaques d’adhérence (Geiger et al., 2009). A l’inverse, la
réduction de la tension induit la dissociation des sites d’adhésion.
La maturation des plaques d’adhérence Les plaques d’adhérence qui
persistent au sein du lamellipode et continuent de croître subissent une
maturation caractérisée par certains changements de dynamique et de
composition du complexe, de l ’activité de Rho GTPase (Nobes and
Hall, 1995), de l’intéraction entre l’actine et l’αactinine (Choi et al.,
2008) et de la contractilité de l’acto-myosine (Vicente-Manzanares
et al., 2009). L’ensemble de ces évènements se produisent durant la
contraction du lamellipode (Roca-Cusachs et al., 2012).
Les myosines IIa et IIb coopèrent avec l’actomyosine afin de stabiliser
les plaques d’adhérence (Vicente-Manzanares et al., 2011). Cela induit
la formation de faisceaux d’actine liés aux sites d’adhésion au niveau
de la face ventrale de la cellule formant des structure appelées fibres
de stress (Le Clainche et al., 2008). Les fibres de stress participent à
la mécanotransduction des plaques d’adhérence (Geiger et al., 2009)
et peuvent générer d’importantes forces (Yeung et al., 2005) via la
contractilité du complexe d’actomyosine. La génération de forces à
travers les sites d’adhésion influence la dynamique de l’actine et la
signalisation intracellulaire induisant un renforcement et la maturation
des plaques d’adhérence (Geiger et al., 2009).
Les plaques d’adhérence se désassemblent quelque minutes plus
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tard ou maturent en sites d’adhésion dits fibrillaires (Laukaitis et al.,
2001; Webb et al., 2004) pouvant remodeler la matrice extra-cellulaire.
Ensuite l’importante activité de Src inhibe la fonction et la contractilité
des intégrines ne pouvant plus s’associer avec la matrice (Huveneers
et al., 2008).
Les plaques d’adhérence matures ont une longueur variant entre 1 à
5µm et comprennent environ 150 proteines (Zaidel-Bar et al., 2007).
Plusieurs de ces composants sont organisés en couches fonctionnelles
d’une hauteur d’environ 40nm entre le lien des intégrines avec la matrice
et le cytosquelette d’actine (Kanchanawong et al., 2010). Parmi les
composants des plaques d’adhérence, la présence de zyxine et le faible
taux de tensine permet de distinguer les plaques d’adhérence matures
de celles qui ne le sont pas (Zaidel-Bar et al., 2004).
Le désassemblage et le renouvellement des plaques d’adhérence Le désas-
semblage des plaques d’adhérence est un événement crucial pour la
mobilité de la cellule et le renouvellement des sites d’adhésion (Par-
tridge and Marcantonio, 2006). Le désassemblage peut prendre place
suite à la translocation de l’arrière de la cellule après maturation des
plaques d’adhérence ou à la base de la protrusion lors de leur renouvel-
lement. Le désassemblage est induit généralement par des événements
de phosphorylation/dephosphorylation et des changements de tension
du cytosquelette (Crowley and Horwitz, 1995) régulés par la calpaine
(Franco and Huttenlocher, 2005) et les microtubules.
Les microtubules régulent négativement la contractilité cellulaire
et accelèrent ainsi le désassemblage (Small et al., 2002). Ils peuvent
s’associer au sites d’adhésion (Kaverina et al., 1998) et éventuellement
induire la déstabilisation des faisceaux d’actine liés aux sites d’adhé-
sion (Kaverina et al., 1999). En effet les microtubules peuvent induire
l’inhibition de Rho (Peacock et al., 2007), l’endocytose des intégrines
dépendante de la clathrine et la déstabilisation des complexe via FAK
(Broussard et al., 2008). La kinésine est aussi impliquée dans la ré-
gulation du désassemblage des sites d’adhésion par les microtubules
en contrôlant l’apport de composant du complexe pour retarder leur
croissance et ainsi contribuer à leur désassemblage (Krylyshkina et al.,
2002).
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La voie de signalisation FAK-Src joue un rôle important dans le
renouvellement des sites d’adhésion à l’avant de la cellule (Webb et al.,
2004) via la phosphorylation de MLCK (myosin light chain kinase) qui
augmente la contractilité du complexe d’actomyosine (Klemke et al.,
1997). Sous l’effet de force, l’importante densité d’intégrines induit un
lien moins stable entre les integrines et la matrice (Ballestrem et al.,
2001) et la séparation de leur lien avec l’actine permet le relargage des
récepteurs (Laukaitis et al., 2001). La protéolyse de certains composants
comme la taline (Franco et al., 2004) et FAK (Chan et al., 2010) par la
calpaine est aussi impliquée dans le désassemblage des sites d’adhésion.
La signalisation dépendant des intégrines
Le regroupement des intégrines et leur association avec les ligands de
la matrice extra-cellulaire seraient suffisants pour induire des signaux
de transduction (Schvartzman et al., 2011). La région requise pour
l’assemblage des plaques d’adhérence et la transmission de force est
limitée et régulée par la coopération entre les forces générées par
l’adhésion au substrat et la tension induit par le cytosquelette (Coyer
et al., 2012) (Figure 1.21).
Le complexe formé par l’actine, la taline et les intégrines stabilise
les plaques d’adhérence et les fibres de stress via le recrutement de
nombreux composants additionnels comme FAK (Shi and Boettiger,
2003), la paxilline (Brown et al., 1996) et les SFKs (Src-family kinases)
(Arias-Salgado et al., 2003). La taline induit la production de PIP2
et l’activation de FAK (Ling et al., 2002; Kong et al., 2006). FAK
renforce le complexe en recrutant la taline (Lawson et al., 2012). La
polymérisation de l’actine induite par Src pousse les complexes vers
l’extérieur.
La contractilité du complexe d’acto-myosine étire la taline (Mar-
gadant et al., 2011), révélant d’autres sites de fixation pour divers
composants comme la vinculine (del Rio et al., 2009).
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Figure 1.21 – L’association des intégrines entre elles et le cytosquelette
d’actine et les signaux induits
Les forces générées par la polymérisation de l’actine et la contractilité médiée par la
myosine II affectent les mécano-sensibilités des protéines liées à l’actine (actin-linking
module) (talin et vinculine), les integrines (receptor module), les proteines liée à
la polymérisation de l’actine (actin-polymerizing module (for example, zyxin and
formins) et les protéines associées à la signalisation intracellulaire (the signalling
module) representée par exemple par FAK et p130CAS) (étape 1). L’intéraction du
système avec la matrice extra-cellulaire et les forces impliquées induisent en réponse
une perturbation du cytoskelette d’actine (étape 2). L’interaction du système active
une réponse intracellulaire via l’activation de certains effecteurs comme Rho (étape
3). L’activation de ces protéines et de certaines voies de signalisation affectent la
polymérisation de l’actine et la contractilité de l’actomyosine (étape 4) modulant
ainsi les forces appliquées par les système (étape 5) (Geiger et al., 2009).
L’adhésion dépendante des intégrines régule l’activation des GT-
Pases Rho. Le complexe FAK-Src active différentes voies de signali-
sation dont celles dépendantes de Cdc42. L’activation des intégrines
induit une auto-phosphorylation de FAK et induit sa liaison avec Src
(Mitra and Schlaepfer, 2006). Ce complexe peut phosphoryler la Paxil-
line qui recrute βPIX (Ten Klooster et al., 2006) et induit l’activation
page 41
1.4 La dynamique de l’adhésion
de Cdc42 et de ses voies de signalisation dont celle incluant Par6, aPKC
et APC (Figure 1.22).
Figure 1.22 – L’intégration des intégrines à l’avant induit l’activation de
Cdc42
L’accumulation et l’activation de Cdc42 au front de migration résultent d’une
signalisation induite par l’activation des intégrines. L’intéraction entre Scrib, βPIX
et la phosphorylation de Src au front de migration induit l’activation de Cdc42 et
de sa voie de signalisation incluant Par6, aPKC et APC. adapté de (Huveneers and
Danen, 2009).
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En résumé,
- Les cellules peuvent migrer de manière individuelle ou collec-
tive. La migration d’une cellule nécessite l’établissement d’un
axe de polarité avant-arrière induit par un réarrangement
polarisé du cytosquelette et la polarisation du trafic membra-
naire. En réponse à une inflammation/lésion, les astrocytes
se polarisent et migrent en direction de la blessure afin de
cicatriser le tissu lésé. Ce type cellulaire est un excellent mo-
dèle pour étudier in vitro les mécanismes de régulation de la
mise en place de la polarité et de la migration cellulaire.
- Durant la migration collective, les sites d’adhésions inter-
cellulaires et cellule-matrice jouent un rôle crucial. Les sites
d’adhésion à la matrice extra-cellulaire sont des complexes
moléculaires dynamiques essentiels à la génération de force
via leur interaction avec le cytosquelette d’actine et à la
transduction de signaux intra-cellulaires.
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2 Les microtubules
2.1 Structure et organisation
2.1.1 La tubuline, sous-unité des microtubules
Les microtubules sont des filaments protéiques cylindriques présents
chez tous les eucaryotes. La tubuline, sous-unité structurale des micro-
tubules, est une protéine hétérodimérique composée de deux chaines
polypetidiques nommées tubuline α et β (Ponstingl et al., 1981; Krauhs
et al., 1981). Les monomères de tubuline α et β ont une masse mo-
léculaire d’environ 55kDa et intéragissent entre elles de manière non
covalente pour former un hétérodimère stable (Wade, 2009). Chaque
monomère est composé de trois domaines fonctionnels (figure 2.1.A) :
— le domaine amino (N)-terminal contenant le site de liaison à la
guanine tri-phosphate (GTP),
— un domaine intermédiaire contenant le site de fixation au taxol
au niveau de la β-tubuline,
— un domaine carboxy (C)-terminal formant probablement le site
d’interaction pour de nombreuses proteines associées aux mi-
crotubules (MAPs) (Nogales et al., 1998a; Nogales and Wang,
2006).
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Figure 2.1 – Structure de la tubuline α et β
A. Schéma représentant la tubuline α et le GTP lié (en haut), et la tubuline β
contenant le GDP et le taxol (en bas). La fleche indique la direction du protofilament
et l’axe du microtubule. a. Vue de la face externe supposée du microtubule. b. Vue
arrière de la face interne supposée du microtubule (Nogales et al., 1998b).B Structures
obtenues par cryo-EM des microtubules dynamiques et stablisés. Vues depuis la face
interne. La tubuline α est en vert ; la tubuline β en bleu ; GTP/GMPCPP en orange ;
GDP en rose ; le taxol en jaune (Alushin et al., 2014)
Chaque monomère de tubuline lie un nucléotide, la guanine. Le GTP
lié à la tubuline α n’est pas hydrolysé durant la polymérisation du
page 46
Chapitre 2. Les microtubules
microtubule et n’est pas interchangeable (Desai and Mitchison, 1997).
Cependant, le GTP lié à la sous-unité β est exposé à la surface du
dimère et peut être hydrolysé durant la polymérisation (figure 2.1.B).
Chez la plupart des eucaryotes, la famille de gène codant pour la
tubuline permet l’expression de plusieurs isotypes (Wade, 2007). L’ex-
pression de ces multiples gènes génère une large variété de sous-unités
de tubuline α et β légèrement différentes. Chaque isotype diffère de
part leur sequence d’acide aminé et/ou leur distribtion temporelle,
tissulaire et subcellaire (Ludueña, 1998). Les deux monomères peuvent
aussi subir différentes modifications post-traductionelles.
Les différents isotypes et modifications post-traductionnelles seront
abordés dans le chapitre 2.3.2.
2.1.2 Structure cylindrique des microtubules
Les microtubules sont des cylindres de 25nm de diamètre ayant
une longueur variable. L’hétérodimère de tubuline α et β s’assemblent
tête-bêche afin de former des protofilaments linéaires, qui s’associent la-
téralement pour former les microtubules (figure 2.2). Les microtubules
communément observés in vivo possèdent 13 protofilaments (Ledbet-
ter and Porter, 1964), cependant dans certaines cellules comme chez
Caenorhabditis elegans, les microtubules peuvent posséder 15 proto-
filaments (). In vitro, les microtubules peuvent posséder de 12 à 15
protofilaments (Wade et al., 1990).
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Figure 2.2 – Structure d’un microtubule
La sous-unité de chaque protofilament est l’hétérodimère de tubuline α et β. Chaque
protofilament est formé par l’association des sous-unités. L’assemblage latéral des
13 protofilaments permet la formation du microtubule. A droite, un segment de
microtubule vue par microscopie electronique (en bas) et une coupe de ce microtubule
montrant les 13 protofilaments (en haut) d’après Molecular Biology of the Cell, 4eme
édition
Les microtubules possèdent une polarité intrinsèque, générée par
l’assemblage tête-bêche des sous-unités de tubuline α et β. Ils possèdent
une extrémité "+" ou positive, qui croît plus rapidement in vitro et
une extrémité "-" ou négative, moins dynamique, avec une croissance
plus lente.
L’extrémité négative est généralement ancrée au centrosome ou à
d’autres site stabilisateurs (Dammermann et al., 2003), tandis que l’ex-
trémité positive explore l’espace cytoplasmique et interagit souvent avec
le cortex cellulaire et d’autres structures. La polarité des microtubules
est essentielle pour le mécanisme d’action des moteurs moléculaires,
les kinésines et les dyneines, qui utilisent l’hydrolyse de l’ATP pour
transporter divers cargos le long des microtubules. Les moteurs molé-
culaires fonctionnent généralement de manière unidirectionnelle : les
kinésines avancent vers l’extrémité positive, les dynéines ainsi que
quelques kinésines, vers l’extrémité négative (Mallik and Gross, 2004).
Certaines kinésines peuvent fonctionner bidirectionnellement (Britto
et al., 2016; Popchock et al., 2017).
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2.1.3 Organisation des microtubules dans la cellule
Figure 2.3 – Les différentes organisations du réseau de microtubules
Le noyau est en gris ; le centrosome en bleu foncé ; les chromosomes en violet
Au sein des cellules, le réseau de microtubules peut être organisé
sous différentes formes, comme par exemple en réseau radial dans
les fibroblastes, sous forme de fuseau bipolaire durant la mitose et
la méiose, en réseau parallèle dans les cellules en migration, et en
réseau linéaire dans les extensions neuronales (figure 2.32). De plus,
les microtubules forment aussi des structures stables telles que les
centrioles, le corps basal et les axonèmes des cils et flagelles.
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2.2 La dynamique des microtubules
2.2.1 L’instabilité dynamique des microtubules
A partir de tubuline purifiée, les microtubules peuvent s’assembler
spontanément en solution. L’observation d’une population fixée de
ces microtubules a permis de caractériser l’instabilité dynamique des
microtubules, qui consiste en l’alternance de phase de polymérisation
et dépolymérisation des filaments (Mitchison and Kirschner, 1984).
Les transitions entre croissance et raccourcissement du filaments ou
raccourcissement et croissance sont respectivement definies comme
"catastrophe" et "sauvetage" (Mitchison and Kirschner, 1984) (Figure
2.4). Parfois les microtubules ne se polymérisent ni se dépolymérisent,
on dit qu’il sont en pause. Ce phénomène est plus fréquent in vivo,
mais peut être aussi observé in vitro (Desai and Mitchison, 1997). Les
mécanisme de sauvetage des microtubules est encore incompris mais
certaines études ont démontré l’existence d’une réparation du réseau
in vitro (Schaedel et al., 2015) et in vivo (Aumeier et al., 2016) qui
contribue au sauvetage des microtubules
La dynamique des microtubules joue un rôle essentiel dans l’or-
ganisation et le remodelage rapide du cytosquelette, permettant aux
microtubules d’explorer l’environnement cytoplasmique (Kirschner and
Mitchison, 1986). La dynamique des microtubules est régulée durant
le cycle cellulaire : les microtubules en interphase ont un "turnover" de
plusieurs minutes tandis qu’en mitose, celui-ci ne dure que quelques
secondes (McNally, 1996). Généralement, les microtubules in vivo pos-
sèdent un taux de polymérisation rapide et une haute fréquence de
"catastrophe" et "sauvetage" (Cassimeris et al., 1988). Cela implique
l’existence de facteurs cellulaires modulant de manière indépendante
la dynamique des microtubules in vivo, soit en contribuant à leur
croissance, en augmentant les fréquences de transition, ou en affectant
la stabilité des microtubules (Cassimeris, 1993; Howard and Hyman,
2007).
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Figure 2.4 – L’instabilité dynamique des microtubules
A. Si la concentration de tubuline libre en solution est comprise entre celles de la
tubuline liée au GTP et celle liée au GDP, alors le microtubule peut alterner entre
des phases de croissance et de rétrécissement. Un microtubule qui croit possède à
son extrémité une sous-unité liée à un GTP, formant un capuchon. Si l’hydrolyse
du nucleotide se fait plus rapidement que l’addition d’une sous-unité, le capuchon
disparait et le microtubule va rétrécir. Cet évènement est nommée "catastrophe".
Mais la sous-unité liée au GTP peut toujours être ajoutée à l’extrémité qui rétrécit
et ainsi reformer un capuchon et recroitre. Ce phénomène est nommée "Sauvetage".
B. Le cycle de polymérisation/dépolymérisatioon des microtubules. Les dimères
de tubuline lié au GTP sont incorporés au sein du microtubules qui se polymérise.
L’hydrolyse du GTP s’effectue après l’incorporation du dimère. L’extrémité croissante
des microtubules possède une extrémité stabilisé par un capuchon GTP. La perte
de celui-ci induit une rapide dépolymérisation, appelée "catastrophe". La présence
d’ilots GTP au sein du microtubule peuvent induire un "sauvetage" (Akhmanova
and Steinmetz, 2015)
2.2.2 Régulation de l’instabilité dynamique des microtubules
La dynamique des microtubules est caractérisée par 4 paramètres :
— la vitesse de polymérisation des microtubules,
— la vitesse de dépolymérisation des microtubules,
— la fréquence des évènements de catastrophe,
— la fréquence des évènements de sauvetage.
De plus, les microtubules peuvent aussi effectuer des pauses, évène-
ment fréquemment observé dans les cellules animales.
Les microtubules peuvent être stabilisés de différentes manières
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(Figure 2.5) :
— en maintenant une croissance persistante ou en prolongeant l’in-
teraction des microtubules avec les sites ciblés afin de prévenir
les évènements de catastrophe.
— en sauvant un microtubule qui se dépolymérise via une réduction
des phases de raccourcissement
— en diminuant la vitesse de dépolymérisation du microtubule.
sinon les microtubules seront déstabilisés.
Figure 2.5 – Les différents facteurs modulant l’instabilité dynamique des
microtubules
La dynamique des microtubules peut être régulée via 4 paramètres : la vitesse de
croissance et de dégradation des microtubules ainsi que la fréquence des transitions
(catastrophes et sauvetage). Différentes protéines peuvent moduler ces paramètres.
En vert, ceux régulant positivement la dynamique des microtubules, en augmentant
la fréquence de transition ou la vitesse de croissance ; en rouge, ceux régulant
négativement la dynamique des microtubules, en supprimant les transitions ou
réduisant la vitesse de croissance des microtubules (ven der vaart B, akhmanova A,
2009)
L’instabilité dynamique des microtubules, ainsi que les connections
entre les microtubules et les structures cellulaires, sont spatialement
et temporellement régulées par de nombreuses protéines qui peuvent
être regroupées en 2 catégories : les MAPs et les moteurs moléculaires
(Desai and Mitchison, 1997).
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Parmi les MAPs, les +TIPs (microtubule plus-end tracking protein),
protéines régulant la dynamique des microtubules, ont la particula-
rité d’être concentrées à l’extrémité "+" croissante des microtubules
(Schuyler and Pellman, 2001; Akhmanova and Steinmetz, 2008) (Figure
2.6).
Figure 2.6 – La classification struturale des +TIPs
Le schéma ci-dessus liste les différentes +TIP ainsi que les eléments structuraux qui
les composent (Akhmanova and Steinmetz, 2008)
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Certaines protéines associées aux microtubules, comme tau, MAP2,
MAP4 décorent le réseau de microtubules et le stabilise, en diminuant
considérablement la fréquence de catastrophe mais aussi en augmentant
la croissance et en réduisant la vitesse de dégradation des microtubules.
Les proteines EBs
Il est possible de différencier deux catégories de +TIPs, les premières
intéragissant directement avec l’extrémité croissante des microtubules,
et les deuxièmes ayant une affinité pour les microtubules mais étant
recrutées par les premières.
Les protéines EBs (end-binding proteins) font partie de la première
catégorie et sont récrutées indépendamment d’autres facteurs. Dans
les cellules de mammifères, trois EBs sont principalement exprimées,
EB1, 2 et 3, tandis que la levure ne contient qu’une unique EB, Bim1
(binding to microtubules 1) chez Saccharomyces cerevisiae et Mal3
chez Schizosaccharomyces pombe
Les proteines EBs contiennent un domaine CH (calponin homology)
terminal (Hayashi and Ikura, 2003), suivi d’une région variable et
d’un domaine coiled-coil. Ce domaine coiled-coil permet l’homo- et
l’hétérodimérisation des monomères d’EBs (De Groot et al., 2010;
Slep et al., 2005) et serait impliqué dans le contrôle de l’interaction
directe entre le GTP et les protéines EBs (Gireesh et al., 2014). Le
domaine coiled-coil s’étend en un faisceau de quatre hélices et une
queue désordonnée finissant par un motif carboxy-terminal EEY/F. Le
faisceau de quatre helices et la première partie de la queue carboxy-
terminale définissent le domaine EBH (EB homology domain). Le
domaine carboxy-terminal des EBs possède des sites de liaison à de
nombreuses protéines +TIPs (Figure 2.7)
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Figure 2.7 – Structure d’un dimère de protéine EB
La structure cristallographique du domaine CH positivement chargé est indiqué en
bleu et le domaine carboxy-terminal négativement chargé en rouge (hayashi 2003).
l’enveloppe grise dans laquelle sont regroupés les domaines a été obtenue small-
angle X-ray scattering (buey 2011). La région variable ainsi que les motif EEY/F
sont représentés par des lignes et la couleur représente leur charge electrostatique
(akhmanova steinmetz nature review2015)
Des études de microscopies ont révélées qu’un peu plus d’une cen-
taine de protéines EBs se liait à la région croissante des microtubules, où
elles s’accumulent sous forme de comètes longues de 0.5-2µm (Bieling
et al., 2007; Seetapun et al., 2012; Mimori-Kiyosue et al., 2000).
Les études in vitro ont démontré que les protéines EBs sont des
+TIPs autonomes pouvant s’accumuler les extrémités croissantes (Bie-
ling et al., 2008; Dixit et al., 2009). La préférence des proteines EBs
pour l’extrémité "+" est basée sur le fait qu’in vivo l’extrémité "-" ne
croit pas.
APC, Adematous Polyposis Coli
APC est une protéine à plusieurs domaines contenant des sites
de liaisons à de nombreuses protéines, incluant les tubulines, les fila-
ments intermédiaires, des régulateurs du cytosquelette comme EB1
et IQGAP1, les composants de la voie de signalisation Wnt comme
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la β-catenine et l’axine, et le GEF Asef. APC est impliquée dans la
régulation de nombreux processus cellulaire (Figure 2.8)
APC est observée à l’extrémité positive des microtubules (Näthke
et al., 1996) auquelle elle peut se lier et la stabiliser (Munemitsu
et al., 1994). De nombreuses études ont démontré qu’APC régule le
réseau de microtubules et joue un rôle dans les processus dépendants
des microtubules comme la migration cellulaire et la formation du
fuseau mitotique (Näthke, 2004, 2006). En effet, la dépletion d’APC
semble inhiber la formation de la protrusion cellulaire ainsi que la
migration (Kroboth et al., 2007). La dépletion d’APC semble aussi
diminuer la stabilité des microtubules et leur niveau de modification
post-traductionnelles à l’avant de la protrusion (Kroboth et al., 2007).
Figure 2.8 – Les différents domaines et fonctions d’APC
Diagramme représentant les différents domaines composants APC ainsi que leur
fonctions associées. APC stiumule la migration cellulaire via ses intéractions avec
Asef, IQGAP1 et mDia. APC est aussi impliquée dans la régulation de l’adhésion
cellulaire via le controle de la distribution de beta-catenine entre le noyau et le
cytoplasme. APC inhibe la transcription de beta-catenin/TCF via ses intéractions
avec la beta catenine ou CtBP. APC régule aussi la séparation des chromosomes via
sont intéraction avec les kinétochores et via l’inhibtion de la voie de signalisation
Wnt. Les flêches rouges indiquent une activation et les flêches bleues, une inhibition.
(Aoki and Taketo, 2007)
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La contribution d’APC dans la stabilisation et la polymérisation
des microtubules est due son intéraction avec EB1 (Morrison et al.,
1998; Nakamura et al., 2001). De nombreuses études ont indiqué que la
fonction d’EB1 et APC dans la régulation du réseau de microtubules
s’effectue sous contrôle de Rho et mDia (Wen et al., 2004).
Dans les astrocytes, la phosphorylation de GSK3β par Cdc42 au
front de migration induit l’interaction d’APC avec l’extrémité "+" des
microtubules. L’association d’APC avec les microtubules est essentielle
dans la mise en place de la polarité cellulaire (Etienne-Manneville and
Hall, 2003). APC régule la dynamique des réseaux d’actine, de micro-
tubules (Etienne-Manneville, 2009) mais aussi l’organisation du réseau
de vimentine dans différents types cellulaires incluant les astrocytes
(Sakamoto et al., 2013) (Figure 2.9).
Figure 2.9 – Localisation d’APC dans les astrocytes
Images d’immunofluorescence indiquant la vimentine, APC et les microtubules dans
les astrocytes en migration. Le zoom (carré blanc image de gauche) à droite montre
APC le long des microtubules (flèches blanches). On peut observer une colocalisation
d’APC avec la vimentine (Sakamoto et al., 2013)
CLIPs et CLASPs Les protéines CLASPs (cytoplasmic linker pro-
tein (CLIP)-associated proteins) sont une classe de +TIPs qui peuvent
se lier au réseau de microtubules et recruter des dimères de tubuline
solubles (Al-Bassam et al., 2010). Il semblerait aussi que les CLASPs
puissent affecter le réseau de microtubules, probablement en facilitant
l’hydrolyse du GTP (Grimaldi et al., 2014). Les CLASPs augmentent
aussi la densité et la stabilité du réseau de microtubules dans diffé-
rents types cellulaires chez les animaux, les plantes et les champignons
(Galjart, 2005).
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2.3 Régulation de la fonction des microtubules :
le "code" tubuline
La structure des microtubules ainsi que les séquences génomiques
des dimères d’α- et β-tubuline ont été hautement conservées durant
l’évolution. De ce fait, il existe peu de variation entre les microtubules
de chaque espèce. Malgré cette conservation évolutive, les microtu-
bules sont des structures adaptées à de diverses fonctions cellulaires.
Deux mécanismes peuvent générer cette diversité fonctionnelle : tout
d’abord l’expression de différents gènes codant pour des isotypes de
l’α- et la β-tubuline et la génération de multiples modifications post-
traductionnelles (figure 2.10 et 2.11). Certains isotypes sont spécifi-
quement exprimés dans certains tissus et cellules et l’expression de
ces isotypes peut varier durant le développement (Lewis et al., 1987)
(Denoulet et al., 1986).
2.3.1 Les isotypes de tubuline
Le premier clonage des gènes codant pour la tubuline effectué dans
les années 70 (Cleveland et al., 1978) a permis de révéler la présence de
différents gènes (Sullivan, 1988) codant pour les deux sous-unités de la
tubuline (Ludueña and Banerjee, 2008) induisant des différences dans
la séquence d’acides aminés des monomères et notamment au niveau
de la queue C-terminale (Figure 2.10).
Différents isotypes peuvent avoir des fonctions spécifiques, ainsi
un isotype particulier ne peut pas nécessairement être remplacé par
un autre (Nielsen et al., 2001). Par exemple, la β-tubuline divergente
observée dans les plaquettes est localisée spécifiquement à la périphérie
et est essentielle dans le maintien de leur forme sphérique (Schwer
et al., 2001).
L’effet de la composition en isotype sur l’assemblage et la dynamique
des microtubules n’est pas encore connu. Certaines études suggèrent
que le taux d’isotype pourrait moduler la dynamique des microtubules
(?Panda et al., 1994; Newton et al., 2002) et que les MAPs pourraient
différemment intéragir avec les différents isotypes (Lu et al., 2004).
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Figure 2.10 – Les différents isotypes de tubuline α- et β humaine et les
modifications post-traductionnelles associées à leur queue C-terminale
Séquence d’acides aminés des queue carboxy terminales des différents isotypes de
tubuline. Les acides aminés sont indiqués par des lettres et le code couleur indique
les propriétés biochimique de l’acide aminé correspondant. La tubuline bactérienne
présentée est celle de Saccharomyces cerevisiae (Janke, 2014).
2.3.2 Les modifications post-traductionnelles des microtu-
bules
Il existe deux types de modifications post-traductionnelles (PTMs)
de la tubuline : les polymodifications telles que la polyglutamylation et
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la polyglycylation ainsi que les monomodifications comme l’acétylation,
la détyrosination et la phosphorylation (Figure 2.11) (Song and Brady,
2015; Yu et al., 2015). Je vais détailler tout d’abord la polyglutamyla-
tion, polymodification que j’ai étudiée durant mon stage de master au
laboratoire et au début de ma thèse, puis j’aborderai la détyrosination
et l’acétylation que j’ai étudiée par la suite.
Figure 2.11 – Représentation schématique du dimère d’α- et β-tubuline
et les modifications post-traductionnelles qui lui sont associées
Les monomodifications telles que l’acétylation (Ac), la phosphorylation (P) et la
polyamination (Am) se situent sur la structure principale de la tubuline tandis que
la polyglutamylation, polyglycylation et detyrosination s’effectuent au niveau de la
queue C-terminale. D’après (Janke, 2014)
La polyglutamylation, une polymodification
Les polymodifications comme la polyglutamylation et la polygly-
cylation consistent en la génération de chaines latérales composées
respectivement de résidus glutamate ou glycine au niveau de la queue
carboxy-terminale de l’α- et la β-tubuline.
La polyglycylation a été initialement observée chez l’organisme
Paramecium tetraurelia (Redeker et al., 1994).
Je développerai uniquement la polyglutamylation, dont le principe
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est similaire à la polyglycylation et sur laquelle j’ai travaillé durant
mon master et au début de ma thèse.
Mécanisme La polyglutamylation est l’ajout réversible de chaines
latérales de glutamate sur la queue carboxy-terminale de la tubuline.
La longueur des chaines latérales peut varier de 1 à 20 unités de
glutamate permettant ainsi de générer divers signaux à partir d’un site
unique de modification (figure 2.12).
Figure 2.12 – Mécanisme de polyglutamylation
La polyglutamylation s’effectue au niveau d’un glutamate modifié de la sequence
primaire de la protéine (modified Glu). La première étape est l’initiation durant
laquelle un pont amide est créé entre le groupement carboxyle γ du glutamate modifié
et le groupement amine d’un glutamate (Glu1). Ensuite, la séquence de glutamate
s’allonge : c’est la phase d’élongation (en orange). D’après (Janke and Chloë Bulinski,
2011)
Les chaines latérales de glutamate sont synthétisées en deux étapes
distinctes. La première étape, l’initiation, consiste en l’ajout d’un résidu
glutamate par formation d’une liaison covalente entre le groupement
amine et le groupement carboxyle γ d’un résidu glutamate modifié
situé à l’extrémité C-terminale de la tubuline. Les réactions suivantes
d’élongation sont responsables de la formation des chaines latérales
de glutamate. Bien que les carboxyles α et γ de l’unité glutamate des
chaines latérales soient tous les deux disponibles pour l’élongation, les
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nouveaux glutamates sont liés principalement aux groupes carboxyles
α de l’unité glutamate précédente (Figure 2.12).
Les enzymes impliquées dans la polyglutamylation
Les (poly)glutamylases : Tubuline tyrosine ligase-like (TTLLs) Les
enzymes qui catalysent la formation des chaines latérales de glutamate
et glycine font partie de la famille des Tubuline Tyrosine Ligase-Like
(TTLLs). L’alignement des séquences génomiques des TTLLs indique
la présence d’une séquence conservée correspondant au domaine ca-
talytique des Tubuline Tyrosine Ligases (TTLs). Ces enzymes sont
conservées chez de nombreux eucaryotes mais absentes chez les cham-
pignons et les plantes supérieures suggérant une co-évolution de ces
enzymes avec les cils, les centrioles et le corps basal.
Il existe 7 TTLLs impliquées dans la polyglutamylation. Celles-ci pos-
sèdent une spécificité de substrat entre l’α- et la β-tubuline augmentant
la complexité des signaux que la polyglutamylation peut générer sur les
microtubules. De plus, certaines glutamylases ont une activité initia-
trice (TTLL1, 4, 5 et 7) tandis que d’autres ont une activité élongatrice
(TTLL11 et 13) (Figure 2.13.B)). Certaines TTLLs peuvent aussi mo-
difier d’autres protéines cytoplasmiques ou nucléaires (Van Dijk et al.,
2008).
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Figure 2.13 – Les enzymes catalysant la polyglutamylation et la dégluta-
mylation
A. La polyglutamylation s’effectue sur le microtubule polymérisé tandis que la ré-
action inverse s’effectue sur le dimère soluble. TTLL : Tubulin-tyrosin ligase like ;
CCP : Cytosolic carboxypeptidase. D’après (Janke and Chloë Bulinski, 2011). B.
Les TTLLs possèdent une spécificité de réaction et de substrat (Janke et al., 2008)
Les déglutamylases : les carboxypeptidases La polyglutamylation est
une réaction enzymatique réversible. Les enzymes qui catalysent la sup-
pression d’un ou plusieurs résidus glutamate sont les carboxypeptidases
(Kimura et al., 2010; Rogowski et al., 2010) (Figure 2.13.A).
Localisation cellulaire et subcellulaire de la polyglutamylation La poly-
glutamylation est abondante dans les neurones, où la majeure partie
de la tubuline α- et β portent sur des chaines latérales de 1 à 6 résidus
glutamate (Audebert et al., 1994). Les chaînes les plus longues sont
retrouvées sur les microtubules des axonèmes dans les cils et les flagelles
(Kierszenbaum, 2002; Million et al., 1999; Wloga et al., 2016), mais
aussi sur les centrioles, composants des centrosomes, et sur le corps
basal (Bobinnec et al., 1998) (Figure 2.14).
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Figure 2.14 – localisation cellulaire et subcellulaire de la polyglutamyla-
tion
A. Représentation schématique des microtubules polyglutamylés dans les cellules de
mammifères. Dans les cellules en interphase, les microtubules cytoplasmiques sont
faiblement polyglutamylés en interphase. Durant la division cellulaire, le niveau de
polyglutamylation augmente au niveau du fuseau mitotique. Les microtubules des
neurones ainsi que les structure comme les centrioles et les axonèmes sont fortement
polyglutamylés. B. Le tableau représentent le taux de polyglutamylation observé
ainsi que la taille approximative de la chaine latérale de glutamate. D’après (Janke
and Chloë Bulinski, 2011)
Fonctions potentielles de la polyglutamylation
Modulation des intéractions avec les MAPs et les moteurs moléculaires
La polyglutamylation modulerait les interactions des microtubules avec
leur protéines associées et les moteurs moléculaires en augmentant
par exemple le nombre de charges négatives au niveau de la queue
C-terminale. Le niveau de polyglutamylation affecte par exemple l’in-
teraction de MAP1 et MAP2 avec la tubuline (Bonnet et al., 2001)
et augmente le clivage des microtubules par la spastin (Lacroix et al.,
2010).
L’effet de la polyglutamylation sur les moteurs moléculaires n’est
pas totalement résolu. Il a été observé que la diminution du niveau
de polyglutamylation dans le cerveau altère la distribution de la ki-
nesine 3 mais pas de la kinesine 1 (Ikegami et al., 2007). Alors que
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l’augmentation du niveau de polyglutamylation suite à l’inhibition de
l’activité synaptique est corrélée avec une inhibition de la motilité de
la kinesine 1 mais pas de la kinesine 3 (Maas et al., 2009). Ces résultats
suggèrent que des changement locaux du niveaux de polyglutamlylation
permettraient la sélection de certains cargos synaptiques (Maas et al.,
2009).
Cependant, d’autres études in vitro de la motilité de la kinesine
et de la dyneine indiquent que l’addition de glutamate sur la queue
c-terminale de la tubulin β3 affecte l’activité des kinesines et dyneines
(Sirajuddin et al., 2014).
Rôle de polyglutamylation dans la dégénération neuronale CCP1 est
sur-exprimée durant le développement et la régénération neuronale
suggérant un rôle de la polyglutamylation dans la croissance des neurites
(Harris et al., 2000). La souris pcd qui resulte de la perte de fonction
de CCP1 presente une dégénération des cellules de Purkinje et une
augmentation de la polyglutamylation de la tubuline chez l’adulte
(Rogowski et al., 2010). Dans ce modèle, la suppression de TTLL1
protège les cellules purkinje de la dégénération (Rogowski et al., 2010;
Berezniuk et al., 2012).
Rôle de la polyglutamylation dans le maintien des cils et flagelles Cer-
taines études suggèrent que la polyglutamylation est impliquée dans la
dynamique des microtubules. Par exemple, TTLL6p stabiliserait les
microtubules cytoplasmiques tout en déstabilisant ceux des axonèmes
chez Tetrahymena (Wloga and Gaertig, 2010). La polyglutamylation
est impliquée dans le contrôle de la formation et de la fonction du
cil. La protéine adaptatrice PGs1 est nécessaire pour localiser le com-
plexe polyglutamylase au niveau des MTs dans les cils et les neurones
(Regnard et al., 2003) et la suppression de PGs1 chez la souris re-
duit de manière significative le taux de polyglutamylation (Ikegami
et al., 2007). La souris est viable mais présente des défauts de motilité
des spermatozoides, des modifications du comportements (Campbell
et al., 2002) et une altération de la composition et fonction synaptique
(Ikegami et al., 2007).
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La tyrosination/détyrosination
Ce fut la première modification post-traductionnelle de la tubuline
observée (Barra et al., 1973)
Mécanisme On observe un résidu tyrosine à l’extrémité de la queue
C-terminale de la majorité des isotypes de la tubuline α à l’exception
de la TUBA4A possédant un résidu glutamate terminal et la TUBA8
une phénylalanine (Figure 2.15). Le produit de la détyrosination est
connu sous le nom de "Glu-tubuline" puisque l’avant dernier résidu de
la queue C-terminale de la tubuline est un glutamate.
Figure 2.15 – Diversité des queues carboxy-terminale de la tubuline
Comparaison des queues carboxy-terminale des sous-unité α et β de la tubuline chez
l’humain et la levure (S. cerevisiae) en fonction des isotypes. Wehenkel and Janke
(2014)
Les enzymes Malgré la caractérisation biochimique de l’activité de
détyrosination (Hallak et al., 1977), la carboxypeptidase catalysant
la détyrosination de l’α tubuline n’a pas été encore identifiée. Mais
l’enzyme catalysant la réaction inverse, la tyrosination a été identifiée
comme étant la tubuline tyrosine ligase (TTL) (Raybin and Flavin,
1975; Deanin and Gordon, 1976; Argarana et al., 1980) (Figure 2.16).
La TTL modifie spécifiquement les dimères de tubuline non polymérisés
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tandis que la détyrosinase non identifiée semble agir préférentiellement
sur les microtubules polymérisés (Kumar and Flavin, 1981; Arce and
Barra, 1983) modifiant ainsi une population spécifique de microtubules
dans les cellules (Gundersen et al., 1987). L’interaction de TTL avec
le dimère de tubuline interfère avec la polymérisation, en effet la sur
expression de TTL inhibe la polymérisation des microtubules in vivo
(Szyk et al., 2011).
Figure 2.16 – Les enzymes impliquées dans tyrosination/detyrosination
La détyrosination s’effectue sur le microtubule polymérisé tandis que la réaction
inverse s’effectue sur le dimère soluble. TTL : Tubulin tyrosin ligase ; CCP : Cytosolic
carboxypeptidase. D’après (Janke and Chloë Bulinski, 2011)
Fonctions potentielles de la detyrosination
La détyrosination, un marqueur de stabilité des microtubules ? Cette
modification étant principalement observée au niveau de microtubules
âgés, dits "stables", possédant une faible dynamique (demi-vie de
16h) tandis que la tubuline tyrosinée est observée principalement au
niveau des microtubules dynamique (demi-vie de 3-5 min) (Webster
et al., 1987). Elle est abondante dans les neurones (Cambray-Deakin
and Burgoyne, 1987a; Robson and Burgoyne, 1989), il a été suggéré
que la détyrosination pourrait induire une stabilité des microtubules
(Gundersen et al., 1987; Sherwin et al., 1987). Des études récentes ont
démontré que la différence de stabilité entre la Tyr- et la Glu-tubuline
serait due à un recrutement différentiel de régulateurs de la dynamique
des microtubules et à un changement intrinsèque des propriétés du
polymère (Peris et al., 2009).
Le rôle de détyrosination dans la régulation des moteurs moléculaires
De nombreuses études ont montré que la tyrosine présente au niveau
de la queue C-terminale de la tubuline agirait tel un signal on/off pour
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le recrutement de régulateurs de la dynamique des microtubules. Par
exemple, la kinésine-13 MCAK dépolymériserait préférentiellement
les microtubules tyrosinés (Peris et al., 2009). Hormis les moteurs
kinésine-13, les protéines localisées à l’extrémité positive des microtu-
bules possédant des domaines CAP-gly, comme clip170 ou p150/glued,
interagissent spécifiquement avec les microtubules tyrosinés (Peris et al.,
2006a; Bieling et al., 2008). Chez Saccharaomyces cerevisiae, les deux
isoformes de la tubuline α présents ne possèdent pas de tyrosine au
niveau de leur queue C-terminale, et l’orthologue bactérien de CLIP170
(Bik1p) est incapable de s’accumuler à l’extrémité "+" croisssante des
microtubules (Badin-Larçon et al., 2004). A l’inverse, la kinésine 1
semble interagir préférentiellement sur les microtubules détyrosinés
(Liao and Gundersen, 1998).
Les microtubules riches en tubuline détyrosinée sont majoritaires
à l’avant des cellules en migration, ainsi l’interaction préférentielle de
certaines kinésines pour des microtubules détyrosinées induirait une
distribution asymétrique des cargos au front de migration (Gundersen
and Bulinski, 1988).
La détyrosination est impliquée dans des défauts du système nerveux
La plupart des organismes ne possède qu’un unique gène codant pour la
TTL. Ainsi, chez la souris dépourvue de TTL on observe une important
accumulation de tubulines détyrosinées et plus particulièrement de
tubuline δ2. Ces souris meurent 24h après la naissance (Erck et al., 2005)
avec d’importants défauts du système nerveux liés à des problèmes de
différenciation neuronale (Marcos et al., 2009). TTL étant spécifique de
la tubuline (Prota et al., 2013), les défauts observés dans cette souris
sont directement imputables de la dérégulation du cytosquelette de
microtubules. De plus, chez ces souris n’exprimant pas TTL, les cônes
de croissance et les extensions neuronales sont dépourvues de CLIP170
à leur extrémité "+" et les fibroblastes présentent une morphologie
anormale ainsi que des défauts de positionnement du fuseau mitotique
(Peris et al., 2006b).
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La ∆2 tubuline
La suppression de la tyrosine en position terminale révèle un glu-
tamate. Celui-ci peut être clivé (Janke and Kneussel, 2010). Cette
modification est appelée tubuline ∆2 en référence aux deux acides
aminés manquants de la queue C-terminale (Figure 2.15).
Une étude biochimique de la tubuline de cerveau a révélé qu’environ
35% de l’α-tubuline ne peut pas être re-tyrosinée (Paturle et al., 1989)
en raison de l’absence de l’avant dernier résidu glutamate au niveau de
la queue C-terminale (Paturle-Lafanechère et al., 1991). Il semblerait
que cette modification maintienne la tubuline dans un état détyrosiné.
Les enzymes impliquées dans cette modification sont membres de la
famille des carboxypeptidases cytosoliques (CCPs)(Kalinina et al., 2007;
Rodriguez de la Vega et al., 2007) dont la plupart d’entre elles catalysent
la déglutamylation en supprimant le résidu glutamate terminal ou en
reduisant la longueur des chaines latérales de glutamates (Rogowski
et al., 2010). Ces enzymes sont aussi capables de générer des motifs
∆3 (Berezniuk et al., 2012) suggérant que la dégradation de la queue
terminale de la tubuline est possible, mais son rôle n’a pas été identifié.
Le motif ∆2 est principalement observé au niveau des microtubules
ayant une longue demi-vie, chez les neurones, dans les centrioles, axo-
nèmes des cils et flagelles mais aussi dans les microtubules stabilisés
par ajout de taxol (Paturle-Lafanechère et al., 1994). Pour former un
motif ∆2, il faut tout d’abord une détyrosination de l’α-tubuline dont
le taux est régulé par la balance entre les niveaux de détyrosination
et de tyrosination. Ce lien entre ces deux modifications est observable
chez la souris dépourvue en TTL qui possède un taux élevé de tubuline
∆2 (Erck et al., 2005).
Les autres modifications de la tubuline
— la polyamination qui consiste en l’ajout covalent d’un polyamine
catalysé par une transglutaminase (TG). Les microtubules axo-
naux des neurones matures sont tres stables,(Song et al., 2013).
Ils contiennent des sous unités de tubuline plus basiques que nor-
malement prédit par les séquences (Brady et al., 1984), suggérant
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la présence d’une modification post-traductionnelle qui augmente
la quantité de charges positives (Figure 2.17),
— la phosphorylation, initialement observée sur la sous unité β
de la tubuline de cellules de neuroblastomes différentiées (Gard
and Kirschner, 1985). Par la suite, il a été démontré que les
deux sous-unité peuvent être modifiée par de nombreuses kinases
(Wloga and Gaertig, 2010) (Figure 2.17),
— la glycosylation,
— l’ubiquitinylation et la sumoylation, sont l’ajout covalent de deux
petites protéines (Flotho and Melchior, 2013),
— la palmitoylation pouvant affecter l’interaction avec les mem-
branes et le trafic subcellulaire (Fukata and Fukata, 2010)
Figure 2.17 – Les autres modifications post-traductionnelles de la tubuline
Schéma représentant la phosphorylation (en jaune) et la polyamination (en blanc).
CDK1, cyclin-dependent kinase 1 (Janke and Chloë Bulinski, 2011)
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L’acetylation de la lysine 40 de la sous-unité α de la tubuline
Découverte et mécanisme En premier lieu, il été observé que l’acétyla-
tion du groupe amine ε des résidus lysine de la tubuline en présence
d’un anhydride acétique inhibe à la fois la polymérisation de la tubu-
line et la formation d’un complexe stable avec la colchicine (Dasgupta
et al., 1983). Par la suite l’acétylation a été observée au niveau de la
tubuline α flagellaire de Chlamydomonas reinhardtii, acétylée durant
l’assemblage des microtubules au sein du flagelle. L’incubation de cel-
lules déflagellées dans un milieu contenant de l’acétate a permis de
démontrer qu’une seule lysine de la sous-unité α de la tubuline était
acétylée (L’Hernault and Rosenbaum, 1983, 1985).
Contrairement aux autres modifications post-traductionnelles, qui
décorent soit la queue C-terminale de la tubuline soit la face externe
du microtubule, l’acétylation se situe au niveau de la lysine 40 de la
tubuline α (L’Hernault and Rosenbaum, 1985), résidu situé dans une
zone particulièrement désordonnée et prédite pour être localisée sur
la surface luminale des microtubules (Soppina et al., 2012a; Nogales
et al., 1998a)(Figure 2.18).
Depuis, d’autres sites d’acétylation ont été caractérisés sur la tubu-
line α et β. Une étude de la totalité de l’acétylome a permis d’identifier
plus de 10 nouveaux sites localisés sur la tubuline α- et β (Choudhary
et al., 2009) dont un a été décrit au niveau de la lysine 252 de la sous
unité β et est catalysé par l’acetyltransferase San. Cette acetylation ré-
gulerait l’efficacité d’assemblage des microtubules de par sa localisation
à l’interface de polymérisation (Chu et al., 2011).
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Figure 2.18 – Localisation de l’acétylation de la lysine 40 de la tubuline α
sur la surface luminale des microtubules
A. Point de départ de la polymérisation des microtubules. D. non traités. B. Traités
par ajout de MEC-17 (acétylés). C. Traités avec SIRT2 (désacétylés). La tubuline a
été incubée en A à C avec des fragments d’anticorps 6-11B-1 ou en D avec le domaine
moteur de la chaine lourde de la kinésine 1 fusionnée à la GST. Les flèches blanches en
D indiquent les kinésines 1 présentes sur la surface des microtubules. Barre d’échelle,
50µm. E-G. Vue latérale et vue de l’extrémité "-" de reconstututions hélicoidales
en 3 dimensions de microtubules vitrifiés. E Microtubule contrôle sans marquage
acétyl. F Microtubule acétylé (en orange). G Microtubule désacétylé. (Soppina et al.,
2012b)
Les enzymes régulant le niveau d’acétylation des microtubules Comme
pour les autres modifications post-traductionnelles, le contrôle du ni-
veau d’acétylation est soumis à la régulation de l’activité catalytique de
certaines enzymes (les acetyl-transférases et les dé-acetylases) (Figure
2.19).
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Figure 2.19 – Les enzymes impliquées dans l’acétylation des microtubules
L’acétylation s’effectue sur le microtubule polymérisé tandis que la réaction inverse
s’effectue sur le dimère soluble. αTAT1, HDAC6 : Histone deacetylase 6 ; Sirt2.
D’après Janke and Chloë Bulinski (2011)
Par analogie avec la détyrosination de la queue C-terminale de la
tubuline, les enzymes impliquées dans l’acétylation de la tubuline ont
une affinité plus ou moins grande pour la tubuline à l’état soluble ou
polymérisée (Maruta et al., 1986a). L’acétylation étant le plus souvent
observée au niveau de la sous-population de microtubules stables,
il a donc été communément accepté que les désacetylases agiraient
préférentiellement sur la tubuline soluble et les acétyl-transférases sur
les polymères stables. L’acétylation de la tubuline α flagellaire de
Chlamydomonas a été décrite il y a 30 ans (L’Hernault and Rosenbaum,
1985), mais les enzymes qui contrôlent son acetylation/deacetylation
n’ont été identifiées que récemment (Akella et al., 2010; Shida et al.,
2010; Hubbert et al., 2002). De nombreuses enzymes peuvent acétyler
la tubuline, comme par exemple ELP3, ARD1-NAT1 et GCN5 (Perdiz
et al., 2011) mais l acetyltransferase principale est αTAT1.
L’acétyl-transférase αTAT1 L’enzyme impliquée dans l’acétylation
de la lysine 40 de la tubuline est αTAT1 (Figure 2.20) (Akella et al.,
2010; Shida et al., 2010). Cette enzyme acétyle spécifiquement la lysine
40 de la sous-unité α de la tubuline in vitro (Akella et al., 2010), ce
qui en fait un excellent outil pour étudier spécifiquement le rôle de
l’acétylation. Le substrat spécifique de cet enzyme, la lysine 40 de la
sous unité α de la tubuline, est hautement conservé chez les mammifères
(à l’exception de l’isotype TUBA8 humain). La suppression du gène
codant pour αTAT1 dans la souris permet une déplétion totale de
l’acétylation de la lysine 40 de l’α-tubuline.
Dans les cellules en migration, αTat1 est recrutée au niveau des
microtubules au front de migration, par les puits de clathrine, via une
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interaction avec AP2, induisant une localisation restreinte de l’acéty-
lation au niveau de ces microtubules (Montagnac et al., 2013). Une
déficience en αTAT1 induirait aussi une perturbation de la migration
des neurones corticaux (Li et al., 2012b).
L’étude structurale récente d’αTat1 a démontré que la faible activité
catalytique de cette enzyme, couplée à sa localisation à l’intérieure des
microtubules permettrait une acétylation sélective des microtubules
ayant un longue demi-vie et stables (Szyk et al., 2014), ce qui explique-
rait le lien entre cette modification post-traductionnelle et la stabilité
des microtubules au sein de la cellule. Cependant, la fonction directe
de l’acétylation de la lysine 40 de la tubuline sur les microtubules n’a
pas été élucidée.
Figure 2.20 – Structure d’αTAT1
Vue détaillée du site catalytique de l’enzyme ou l’on peut voir le co-facteur AcCoA et
les résidus catalytique Q58, C120 et D157. D’après (Al-Bassam and Corbett, 2012)
Le mecanisme d’action d’αTAT1 est toujours débattu. Des études
ont montré que l’acétylation in vitro de l’axonème s’effectuait depuis
les extrémité suggérant que l’enzyme diffuserait le long du lumen des
microtubules (Akella et al., 2010; Ly et al., 2016; Coombes et al., 2016)
(Figure 2.20). Mais les premières études ont démontré que l’acétylation
s’effectuait indépendamment de la longueur des microtubules, ce qui
suggèrerait un diffusion de l’enzyme à travers le lumen (Maruta et al.,
1986b). Il a aussi été proposé que l’acetyltransferase puisse avoir accès à
la lysine 40 via des cassures transitoires du filament (Shida et al., 2010).
Enfin une étude structurale récente d’αTAT1 a démontré que l’enzyme
posséderait une activité catalytique faible et serait présente à l’intérieur
des microtubules (Szyk et al., 2014). D’autres études structurales ont
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aussi montré qu’αTAT1 peut interagir avec la surface des microtubules
in vitro, indépendamment de son niveau d’acetylation (Howes et al.,
2014). .
Les désacétylases HDAC6 et Sirt2 La désacetylation de la lysine 40
de la tubuline est catalysée par HDAC6 (histone deacetylase family
member 6 (Hubbert et al., 2002) et Sirt2 (Sirtuin type 2 ;(North et al.,
2003)).
HDAC6 est majoritairement cytoplasmique (Bertos et al., 2004),
s’associe avec les microtubules. Elle désacetyle la tubuline α de mi-
crotubules pré-assemblés in vitro et au sein de la cellule (Hubbert
et al., 2002; Zhang et al., 2003). Contrairement à ce qui était connu au
sujet des modifications post-traductionnelles de la tubuline, HDAC6
ne désacetyle pas les dimères solubles de tubuline in vitro (Hubbert
et al., 2002) ; et il a été montré que l’enzyme possède deux domaines
catalytiques qui sont requis pour permettre son activité de désacetylase
(Zou et al., 2006; Zhang et al., 2006).
L’activité d’HDAC6 peut être inhibée par des composants organiques
tels que la trichostatin A (TSA) et spécifiquement par la tubacine, une
drogue qui ne perturbe pas l’expression du gène ou la progression du
cycle cellulaire (Haggarty et al., 2003). L’utilisation de la tubacine a
permis de découvrir que certaines fonctions biologiques d’HDAC6 ne
sont pas liées à son activité enzymatique. Par exemple, lorsque HDAC6
se lie à la protéine Tau, associée aux microtubules, elle n’est pas inhibée
par la Tubacine, ce qui permet de contrôler la phosphorylation de Tau
(Ding et al., 2008).
Les premières études fonctionnelles sur l’acétylation ont été effec-
tuées en sur-exprimant, deplétant ou inhibant chimiquement HDAC6
et Sirt2. Cependant ces deux enzymes désacetylent d’autres substrats.
HDAC6 désacetyle Hsp90, une protéine chaperonne connue pour s’as-
socier aux microtubules (Redmond et al., 1989; Bali et al., 2005), la
cortactine (Zhang et al., 2007a) et à la tubuline soluble (Garnier et al.,
1998). HDAC6 est aussi impliquée dans la régulation de la dynamique
des microtubules dans les mélanomes (Zilberman et al., 2009). La
surexpression de HDAC6 mutée au niveau de ses domaines catalytiques
et son inhibition ont démontré que l’activité catalytique d’HDAC6
page 75
2.3 Régulation de la fonction des microtubules : le "code" tubuline
est requise pour permettre l’élongation et la dépolymérisation des
microtubules. Cependant la déplétion de HDAC6 à l’effet inverse de la
tubacine et augmente l’acétylation de la tubuline, mais cela n’affecte
pas la dynamique des microtubules. Ces résultats suggèrent que la pré-
sence de l’enzyme, et pas seulement son activité catalytique, contribue
au contrôle de la dynamique des microtubules (Matsuyama et al., 2002;
Zilberman et al., 2009). Cette fonction régulatrice d’HDAC6 est encore
débattue puisque certaines études ont démontré que l’inhibition de
l’enzyme ou l’expression d’une forme mutée de la tubuline K40A ne mo-
difieraient pas les paramètres d’instabilité dynamique des microtubules
dans les neurones (Dompierre et al., 2007).
La seconde déacetylase de la tubuline qui a été identifié est Sirt2, qui
utilise NAD comme coenzyme (North et al., 2003). Comme HDAC6,
elle est localisée au niveau du cytoplasme (North et al., 2003). Mais
contrairement à celle-ci, Sirt2 désacétyle la tubuline à la fois soluble
et polymérisée (North et al., 2003). Comme HDAC6, Sirt2 n’est pas
spécifique de la tubuline et peut deacétyler d’autres substrats tels que
le facteur de transcription FOXO1 (Wang and Tong, 2009) et p53
(Wang et al., 2015).
La lysine 40 de la sous-unité α de la tubuline Les acteurs moléculaires
et régulateurs de l’acétylation de la sous-unité α de la tubuline sont
connus, mais la manière dont le résidu lysine 40 est reconnu et ciblé par
les acetylases et deacetylases soulève encore de nombreuses questions.
Les données obtenues sur la structure de la tubuline et les connais-
sances concernant les autres modifications post-traductionnelles, in-
diquent que la boucle contenant la lysine 40 devrait être exposée sur
la surface interne des microtubules (Nogales et al., 1998a). Cette lo-
calisation du site d’acétylation de la tubuline soulève la question du
mécanisme d’accès des enzymes régulatrices au lumen des microtubules
et le mécanisme de sélection de ces enzymes entre les microtubules
stables et dynamiques.
En observant le marquage obtenu avec l’anticorps spécifique de
l’acétylation de la lysine 40 , il a été proposé que certains défauts dans
le maillage des microtubules induits par la fixation permettraient à
l’anticorps d’accéder au lumen des microtubules (Odde, 1998). Ceci
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expliquerait le marquage discontinu le long des microtubules (Webster
and Borisy, 1989; Piperno et al., 1987). En effet dans des cellules
non fixées perméabilisées et incubées avec l’anticorps, l’extrémité N-
terminale de la tubuline (Dráber et al., 1989) et plus particulièrement
la lysine 40 est accessible à l’anticorps (Dráberová et al., 2000). Le
même résultat a été observé lorsque l’anticorps monoclonal 6-11B-1
a été micro-injecté (Dráberová et al., 2000). Cependant, la tubuline
acétylée est immédiatement détectée après l’injection de l’anticorps
6-11B-1 et sans fixation des microtubules. Les défauts dans le maillage
des microtubules sont détectés non seulement après fixation mais aussi
dans des microtubules vitrifiés assemblés à partir de tubuline purifiée
ou en présence de MAPs (??), suggérant qu’il pourrait exister des
zones sensibles le long des microtubules qui permettraient le passage
de la protéine à l’intérieur des microtubules.
Des études de microscopie électronique et de cryo-tomographie des
microtubules cellulaires ont révélé la présence de certaines particules
dans le lumen (Bouchet-Marquis et al., 2007) suggérant que l’intérieur
des microtubules est accessible aux protéines ou aux complexes comme
les acetylases/desacetylases. Certaines protéines peuvent être incorpo-
rées durant l’assemblage des microtubules. Elles peuvent aussi s’insérer
suite à des ouvertures ou des échanges transitoires de sous unité entre
les microtubules et la réserve de tubuline soluble (Inoue 1981). De
récentes observations ont montré que la tubuline GTP hydrolysable
n’était pas seulement détectable à l’extrémité positive croissante des
microtubules (GTP cap) mais aussi au niveau de certaines régions
proximales des microtubules (Dimitrov et al., 2008). Il a été suggéré que
les sous-unités de tubuline-GTP pouvaient être incorporées au niveau
de certaines régions des microtubules (Cassimeris, 2009). L’ouverture
latérale des microtubules induites par des défauts ou durant un échange
de sous-unité avec l’environnement peut apporter une manière simple
pour la protéine d’entrer par l’extrémité positive et de diffuser ou se
déplacer à l’intérieur du lumen des microtubules.
Localisation spatio-temporelle de l’acétylation Contrairement aux autres
modifications post-traductionnelles comme la détyrosination, le mar-
quage de l’acétylation n’est pas sur tout le long des microtubules,
indiquant que l’α-tubuline n’est modifiée qu’au niveau de certaines
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régions. En mesurant le temps d’acétylation de microtubules courts
(coupés) et longs, en présence de l’enzyme αTAT1 et de 3H acetylCoA,
on observe des taux d’acétylation similaires, suggérant que αTAT1 peut
acétyler la sous unité α à de multiples sites, le long des microtubules,
et pas seulement à leurs extrémités (Maruta et al., 1986b).
Les mécanismes et conséquences biologiques d‘une acétylation non
uniforme des microtubules ne sont pas connus, mais certaines disposi-
tions spécifiques de l’acétylation ont été identifiées. Dans les neurones
matures en culture, les microtubules des axones proximaux sont enri-
chis en acétylation, tandis que les microtubules des corps cellulaires,
des dendrites ou du cône de croissance présentent un taux d’acétylation
plus faible (Cambray-Deakin and Burgoyne, 1987b; Baas and Black,
1990). Cette distribution semble être spécifique de cette modification,
mais elle n’est cependant pas responsable de la polarisation neuro-
nale et de la formation de l’axone, qui résulte spécifiquement d’une
stabilisation locale des microtubules (Witte et al., 2008). Dans les
cellules interphasiques non neuronales de mammifères, on observe une
acétylation des structures composées de microtubules comme le cil
primaire (Piperno and Fuller, 1970).
Outre le contrôle spatial de l’acétylation de la tubuline, il existe
un contrôle temporel comme par exemple durant la mitose, mais sa
fonction n’est pas connue. On observe un taux important d’acétylation
de la tubuline durant la mitose/méiose et spécifiquement au niveau du
fuseau mitotique (kinetochores et/ou microtubules polaires) (Schatten
et al., 1988; Chu and Klymkowsky, 1989). L’étude spatiale et temporelle
de l’acétylation durant les premiers stades de développement de la
souris a aussi révélé une acétylation sélective de tous les microtubules
excepté ceux du midbody en télophase (Schatten et al., 1988).
Les fonctions de l’acétylation
L’acetylation, marqueur de stabilité des microtubules ? L’acétylation
est principalement observée au niveau des microtubules stables. Ce-
pendant aucun effet de l’acétylation de la lysine 40 n’a été observé sur
l’ultra-structure des microtubules (Howes et al., 2014). Il est donc peu
probable que cette modification puisse induire directement la stabilité
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des microtubules.
L’hypothèse que l’acétylation puisse être une conséquence de la
stabilisation des microtubules a été confirmée dans plusieurs études
(Cambray-Deakin and Burgoyne, 1987b; Schulze et al., 1987). Dans
une expérience de 1989, Daniel R. Webster et Gary Borisy ont analysé
le temps de recyclage des microtubules acétylés en micro-injectant
de la tubuline purifiée à partir de cerveau et biotynilée dans des
fibroblastes de prépuce humain. Ils ont quantifié le taux d’incorporation
de la tubuline biotynilée dans les microtubules acétylés et non-acétylés.
Ils ont observé qu’une heure après l’injection, tous les microtubules
non acétylés contenaient de la biotine tandis que seulement la moitié
des microtubules acétylés en contenait. Cela signifie que le taux de
renouvellement de ces microtubules est beaucoup plus lent que celui
des microtubules non acétylés, et suggère que l’acétylation serait une
conséquence de la stabilité des microtubules.
Il a été démontré in vitro et in vivo que l’acétylation des microtubules
n’affectait pas leur stabilité. Par exemple, les cellules épithéliales de
rein de rat-kangourou mâle Potorous tridactylis (PtK2) possèdent des
microtubules stables non acétylés (Piperno and Fuller, 1985; Schulze
et al., 1987). In vitro, l’acétylation de la tubuline purifiée à partir de
cerveaux avec l acetyltransferase αTAT1 de Chlamydomonas n’affecte
pas les processus de polymérisation/dépolymérisation des microtubules
(Maruta et al., 1986b). Le réseau de microtubules des myocytes atriaux
HL-1 est entièrement acétylé mais répond correctement au traitement
au nocodazole, ce qui indique non seulement que les microtubules
stables mais aussi les microtubules hautement dynamique peuvent être
acétylés (Belmadani et al., 2004). Cette hypothèse avait été déjà exposée
en 1988 par Gerald Schatten qui avait observé que les microtubules
acétylés se lient aux centrosomes d’oocytes murins non fertilisés dans
les 30 premières secondes de récupération après exposition au froid.
De même, la présence de microtubules acétylés dans les fuseaux
mitotiques précoces (Schatten et al., 1988; Chu and Klymkowsky, 1989)
combinée au fait que certains organismes comme Trypanosoma brucei
présentent de manière globale des microtubules acétylés (Souto-Padron
et al., 1993) renforcent l’idée que l’acétylation de la tubuline n’est pas
un évènement restreint aux microtubules stables.
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L’acétylation des microtubules est aussi un évènement commun aux
microtubules naissants puisque dans certaines expériences de recons-
truction après traitement au nocodazole, les microtubules naissants
peuvent présenter une acétylation de leur tubuline. Les microtubules
naissants croissent et résistent au désassemblage, y compris suite à un
traitement au nocodazole, présentant à la fois les caractéristiques des
microtubules stables et instables à un temps donné.
L’ensemble de ces études montrent que l’acétylation des microtubules
n’est pas spécifique d’une sous population stable des microtubules bien
qu’ils soient tous modifiés post-traductionnellement. Il est important
de se rappeler que l’acétylation des microtubules peut affecter une
autre sous-population de microtubules dans des cas ou types cellulaires
particuliers.
Lien entre l’acétylation et la structure des microtubule L’acetylation
de la tubuline pourrait aussi affecter la structure des microtubules.
En effet les microtubules des neurones sensibles au toucher chez C.
elegans ont 15 protofilaments, et des mutations de MEC17 induisent
une reduction du nombre de microtubules dans ces neurones ainsi
qu’une variabilité du nombre de protofilament (Topalidou et al., 2012;
Cueva et al., 2012). Un effet de l’acetylation sur les protofilaments n’a
pas été observé dans les autres systèmes ou sur les microtubules qui
sont constitués de 13 protofilaments. De plus les études de cryo-electron
microscopy n’ont pas permis d’observer des différences de structure
entre les microtubules acetylés et non-acetylés (Howes et al., 2014).
L’acetylation participerait à la régulation du transport intracellulaire
L‘étude des potentielles fonctions de l’acétylation de la lysine 40 de la
tubuline suggère un rôle de cette modification dans la régulation du
transport intracellulaire en contrôlant le trafic dépendant des kinésines
(Reed et al., 2006; Dompierre et al., 2007). Les études in vivo (Hammond
et al., 2010) ainsi que des etudes biophysiques in vitro d’analyse de
vitesse et longueur de course n’ont pas permis de confirmer l’hypothese
d’un lien entre acetylation des microtubules et processivité des moteurs
(Walter et al., 2012; Kaul et al., 2014) suggérant que l’acétylation de
la lysine 40 affecterait le trafic intracellulaire de manière indirecte.
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L’acétylation est localisée sur la surface interne des microtubules
(Soppina et al., 2012b) ce qui modulerait l’interaction de protéines
situées à l’intérieure des microtubules, mais celles-ci sont peu connues
(Nicastro et al., 2011).
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En résumé,
- La dynamique des microtubules joue un rôle essentiel dans
l’organisation et le remodelage rapide du cytosquelette, per-
mettant aux microtubules d’explorer l’environnement cytos-
plasmique
- Les microtubules sont des structures très conservée. Afin
de générer une diversité fonctionnelle, les sous-unité α et β
de la tubuline subissent de nombreuses modifications post-
traductionnelles.
- L’acétylation des microtubules est une monomodification
localisée sur la surface luminale des microtubules. L’enzyme
acétylant spécifiquement le résidu lysine 40 de l’α tubuline
est αTAT1.
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3.1 Les microtubules participent à la formation
de la protrusion cellulaire
Durant la migration cellulaire, la direction de migration est déter-
minée par l’orientation et la localisation de la protrusion. La formation
de la protrusion cellulaire nécessite la génération de forces par le
cytoplasme.
Dans certains types cellulaires, comme les leucocytes, la polymé-
risation de l’actine est responsable de l’extension de la protrusion et
permet la formation d’un lamellipode duquel les microtubules sont
absents (Euteneuer and Schliwa, Euteneuer and Schliwa) (Keren et al.,
2008) (Figure 3.1).
Au contraire, les microtubules jouent un rôle primordial dans la
formation de la protrusion dans les astrocytes et les neurones. ans les
astrocytes, le lamellipodium est limité et les microtubules atteignent
quasiment le front de migration. Une légère perturbation du réseau de
microtubules inhibe totalement la formation de la protrusion .
Dans la majorité des types cellulaires, comme les fibroblastes, les
cellules épithéliales et endothéliales, la migration est dépendante à la
fois du réseau d’actine et de microtubules. Dans ce cas, la plupart des
microtubules ne pénètrent pas dans le lamellipode occupé majoritaire-
ment par l’actine (Waterman-Storer and Salmon, 1997) (Figure 3.1).
Néanmoins, quelques microtubules y sont présents et sont impliqués
dans la régulation de la protrusion et de la migration de la cellule.
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Figure 3.1 – Organisation de l’actine et des microtubules dans la protru-
sions cellulaire
(à gauche) On distingue une région riche en actine (rouge) formant le lamellipode
et une région riche en microtubules (vert). (à droite) L’étendue des différentes aires
diffère selon le type cellulaire. Dans les kératynocytes, la protrusion est essentiel-
lement composée d’actine, tandis que les astrocytes et les neurones possèdent une
petite région riche en actine et une importante région riche en microtubules. D’après
(Etienne-Manneville, 2004a)
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Les microtubules contribuent au contrôle de la protrusion cellulaire
via (Figure 3.2) :
— leur dynamique,
— leur rôle dans le trafic intracellulaire,
— leur implication dans différentes voies de signalisation
Figure 3.2 – Le rôle des microtubules dans la protrusion cellulaire
Les microtubules contribuent de différentes manière au contrôle de la protrusion
cellulaire : via leur dynamique, leur rôle dans le trafic intracellulaire et leur implication
dans différentes voies de signalisation. Abbreviations : APC, adenomatous polyposis
coli ; EB, end-binding protein ; GEF, guanine nucleotide exchange factor ; N, nucleus ;
+TIP, plus-end tracking protein (Etienne-Manneville, 2013a).
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La dynamique des microtubules participent à la formation de la protru-
sion cellulaire
Les microtubules participent au maintien de la forme des cellules. Ils
peuvent résister à d’importantes forces de compression (Brangwynne
et al., 2007). En effet, la polymérisation des microtubules peut générer
une force de quelques pN, comparable à la force pouvant être générée
par des moteurs moléculaires (Dogterom and Yurke, 1997).
Cette force pouvant être générée par les microtubules est nécessaire
à la formation de la protrusion. Pour cela les microtubules doivent
atteindre la membrane plasmique au front de migration. Dans la
plupart des types cellulaires, seulement une dizaine de microtubules
sont présents au sein du lamellipode et interagissent avec le front de
migration (Figure 3.2). Ces microtubules ne peuvent pas développer
une force suffisante pour pousser la membrane plasmique vers l’avant,
qui expérimentalement résiste à environ 1.000pN/µm (Mogilner and
Oster, 2003). Dans les astrocytes, le lamellipode est restreint et la
majorité des microtubules atteignent quasiment le front de migration.
In vivo, l’élongation des microtubules est favorisée à l’avant par de
nombreuses protéines +TIPs, qui interagissent spécifiquement avec
l’extrémité "plus" des microtubules pour influencer leur dynamique
(Figure 3.2.c) (Akhmanova and Steinmetz, 2015).
La régulation de l’extrémité "plus" des microtubules par les +TIPs
Rôle d’APC dans la migration APC est localisé à l’extrémité de la
protrusion cellulaire dans de nombreux types cellulaires comme les
fibroblastes, les astrocytes et les neurones. APC forme des amas à
l’extrémité "+" des microtubules, mais peut aussi parfois se situer le
long des microtubules. La formation de la protrusion cellulaire durant la
migration affecte la localisation d’APC en contribuant à son interaction
avec l’extrémité "+" et ainsi qu’à son recrutement au front de migration.
Le recrutement d’APC nécessite la kinésine Kif3, suggérant qu’APC
est transporté via le réseau de microtubules.
APC intéragit avec EB1. Cette interaction est régulée par différents
paramètres. Par exemple PLA et p24cdc2 phosphorylent APC et in-
hibent son intéraction avec EB1. A l’inverse, l’effecteur de Rho, mDia,
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peut directement s’associer avec APC et EB1, et agir comme un "pont"
afin d’augmenter leur association (Figure 3.3).
L’accumulation d’APC au front de migration nécessite une régula-
tion spatiale de l’activité de GSK3β. Durant la migration astrocytaire,
GSK3β est phosphorylé via la voie Par6/Cdc42/PKC induisant l’asso-
ciation d’APC avec l’extrémité "+" des microtubules. Le mécanisme
de régulation de l’association d’APC avec les microtubules par GSK3β
n’est pas totalement résolu. GSK3β pourrait indirectement cotroler
le trafic d’APC sur les microtubules. GSK3β peut aussi directement
phosphoryler APC et modifier l’affinité pour les microtubules.
APC peut aussi affecter la dynamique des microtubule (Figure 3.3).
En effet APC possède une grande affinité pour les sous-unités de tubu-
line et promeut l’assemblage des microtubules in vitro et in vivo. APC
peut aussi contribuer à la stabilité des microtubules via la phosphory-
lation de GSK3β. Ainsi APC semble être directement et indirectement
impliqué dans l’elongation et la stabilité des microtubules.
Figure 3.3 – Role d’APC dans la migration cellulaire
Les flêches en gris claires indiquent les potentielles modification de phosphorylation
d’APC ainsi que les possibles intéractions non élucidées (Barth et al., 2008)
le "crosstalk" entre les différents membres du cytosquelette participe à
la formation de la protrusion cellulaire La forme et la mécanique de
la cellule sont régulées par la coopération entre les trois différents
membres du cytosquelette (Figure 3.2 et 3.4). Malgré des différences de
structures et de propriétés physiques, ces trois éléments participent à
des fonctions communes nécessaires à la mise en place et au maintien de
la polarité cellulaire, durant la migration et aussi à la mécano-réactivité
(Rodriguez et al., 2003; Chung et al., 2013).
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De nombreuses études ont mis en évidence des interactions indi-
rectes entre les différents éléments du cytosquelette via des signaux
biochimiques (Etienne-Manneville, 2013a). Ces éléments peuvent aussi
interagir directement, avec ou sans intermédiaires (Huber et al., 2015)
(Figure 3.4), ou via des effets stériques. En effet, des études in vivo
et in vitro ont mis en évidence une interaction directe entre les fila-
ments d’actine et la vimentine, protéine de filaments intermédiaires
(Esue et al., 2006), ainsi qu’entre les neurofilaments et les microtubules
(Hisanaga and Hirokawa, 1990).
La coopération entre ces différents éléments joue aussi un rôle très
important durant la migration cellulaire durant laquelle elle contribue
à la régulation de la forme de la cellule à travers une série de processus
de remodelage dépendant du type cellulaire et de l’environnement
extra-cellulaire (Friedl and Wolf, 2010). Ainsi cette coopération par-
ticipe à la formation de la protrusion cellulaire via la génération de
forces nécessaires à sa formation. Le réseau de cytosquelette permet
l’extension de cette protrusion, la régulation de l’adhésion à la matrice
nécessaire à la transmission des forces générées au niveau du substrat.
La coopération entre les trois éléments participent aussi à l’organisa-
tion polarisée du réseau de microtubules nécessaire à la directionnalité
de la migration. Jusqu’à récemment, il est admis que l’établissement
de cette polarité était régulée par la coopération entre les filaments
d’actine et les microtubules via leur interaction avec l’adhésion à la
matrice et le noyau. Cependant de nombreuses études ont décrit l’im-
plication des filaments intermédiaires dans la régulation de la polarité
cellulaire (Dupin et al., 2011; Shabbir et al., 2014; Gan et al., 2016).
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Figure 3.4 – Coopération entre les trois éléments du cytosquelette
à gauche, images des différents éléments du cytosquelette, dans des astrocytes en mi-
gration, acquises par 3D-structured illumnation microscopy. On observe l’association
étroite entre les différents éléments composants le cytosquelette. A droite, les schémas
représentent les différentes intéractions existantes, entre les filaments intermédiaires
avec l’actine et les microtubules (Leduc and Etienne-Manneville, 2015).
Le trafic intracellulaire via les microtubules contribue à la protrusion
cellulaire
En plus des forces générées, la formation de la protrusion cellulaire
nécessite aussi le transport ciblé et polarisé de membranes et de pro-
téines associées pour réapprovisionner la membrane plasmique au front
de migration (Figure 3.1.b).
Lorsque le transport polarisé de composants se fait exclusivement par
diffusion ou par un transport via l’actine, la présence des microtubules
près du front de migration est essentielle, car elle permet le transport
de vésicules contribuant à la régulation de la protrusion. Les vésicules
partant de l’appareil de Golgi et les endosomes sont transportés via les
microtubules en direction du front de migration (Miller et al., 2009).
L’organisation des microtubules et leur trafic associé sont essentiels à
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la régulation de la protrusion aussi bien en 2D qu’en 3D(Gierke and
Wittmann, 2012).
Les protéines de signalisation associées au recyclage de la membrane
par les endosomes sont aussi essentielles pour la migration cellulaire.
Les GTPases Rac et Cdc42 (Figure 3.1.c) sont délivrées au niveau de la
membrane plasmique (Osmani et al., 2010). Les moteurs moléculaires
vont aussi apporter des ARN messagers codant pour des protéines
impliquées dans la mobilité cellulaire, telles que la β-actine et les
protéines du complexe Arp2/3 qui contribuent à la polymérisation des
filaments d’actine (Mingle et al., 2005; Oleynikov and Singer, 1998).
La signalisation dépendante des microtubules induit la régulation de la
protrusion cellulaire
En plus d’agir directement sur la formation de la protrusion, les
microtubules y jouent aussi un rôle indirect en interagissant avec et
en régulant des molécules de signalisation, comme les GTPases Rho
qui contribuent localement à la polymérisation de l’actine (Waterman-
Storer and Salmon, 1999).
Les microtubules peuvent apporter et/ou activer un certains nombres
de GEFs (guanine nucleotide exchange factors) au niveau de la pro-
trusion. Par exemple, la croissance des microtubules vers le front de
migration peut activer Asef, une GEF de Rac qui interagit avec APC
(Kawasaki, 2000). La GEF de Rho est impliquée dans la régulation des
microtubules. RhoGEF-H1 intéragit directement avec les microtubules
et est inactivée ; son activité étant induite par la dépolymérisation des
microtubules (Chang et al., 2007; Krendel et al., 2002).
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3.2 Les microtubules contribuent à la mise en place
de la polarité cellulaire durant la migration
3.2.1 Le réseau de microtubules est polarisé et asymétrique
dans les cellules en migration
Dans les cellules immobiles, le réseau de microtubules est radialement
organisé et ne présente pas de polarité évidente. Dans les cellules en
migration le réseau de microtubules est asymétrique et est orienté dans
la direction de la migration. Cela résulte en partie de l’orientation
parallèle de l’axe noyau-centrosome par rapport à la direction de
migration.
Dans la plupart des types cellulaires comme les fibroblastes, les
astrocytes, les neurones, les cellules epithéliales et endotheliales, le
centrosome est localisé à l’avant du noyau dans la direction de la migra-
tion (Luxton and Gundersen, 2011; Etienne-Manneville, 2013a). Seuls
quelques microtubules atteignent l’arrière de la cellule et entourent
le noyau. La majorité d’entre eux s’allongent vers le front de migra-
tion. L’organisation polarisée du réseau de microtubules semble être la
conséquence de différences subtiles des propriétés des microtubules à
l’avant et à l’arrière des cellules.
La dynamique des microtubules diffère à l’avant de l’arrière des
cellules en migration (Komarova et al., 2002; Wadsworth, 1999). Les
microtubules peuvent être capturés à l’avant afin de polariser leurs
fonctions en contribuant à leur interaction avec les organelles, et par
conséquent, le trafic dépendant des microtubules. La capture de l’extré-
mité "plus" des microtubules permet leur ancrage à l’avant au niveau du
cortex cellulaire. Celui-ci induit un attachement fort des microtubules
et évite ainsi la perte de microtubules à l’avant de la cellule causé par
le flux rétrograde d’actine (Etienne-Manneville, 2013a).
La capture et l’ancrage des microtubules peut générer des forces
via les moteurs moléculaires qui leur sont associés afin de modifier la
localisation de structures cellulaires précises et contrôler l’architecture
intracellulaire.
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3.2.2 La régulation polarisée du réseau de microtubules à
la périphérie de la cellule
La polarisation cellulaire s’effectue au début de la migration. Elle
est induite par un gradient chimique ou par la localisation spécifique
des intégrines. Le recrutement et l’activation des GTPases Rho, Cdc42
et Rac au front de migration sont des événements clefs qui initie la
polarisation cellulaire et la migration dirigée (Hall, 2005; Vega and
Ridley, 2008).
L’activation local de Cdc42 est le premier événement crucial permet-
tant la polarisation du réseau de microtubules. Cdc42 est régulée par de
multiples signaux de polarité (Etienne-Manneville, 2004b). Lors d’un
test de migration collective, l’engagement des intégrines à l’avant induit
l’activation de βPIX par Src et Scrib, qui agissent comme une GEF
spécifique de Cdc42 et contribue aussi au recrutement de Rac, activé
indépendamment (Osmani et al., 2006). Dans ce test, la localisation
des signaux induits par les intégrines est contrôlée par les jonctions
inter-cellulaires, qui permettent l’activation restreinte des intégrines à
l’avant de la cellule (Camand et al., 2012).
Suivant le type cellulaire, l’activation localisée de Cdc42 contribue à
la localisation ou l’activation de Rac au front de migration. L’intéraction
de Rac avec βPIX et PAK induit le recrutement de Rac dans les
fibroblastes, les astrocytes et les cellules épithéliales (Osmani et al.,
2006).
Le gradient d’activité des ces GTPases est crucial pour la polarisa-
tion du réseau de microtubules. Il permet la transmission de signaux
extra-cellulaires polarisés régulant la dynamique et les fonctions des
microtubules et ainsi une polarisation globale du réseau. Rac et Cdc42
induisent la croissance des microtubules et simultanément la polymé-
risation de l’actine, coordonnant ainsi l’activité de deux réseaux de
cytosquelette pour permettre la formation de la protrusion.
Les GTPases Rho régulent aussi l’association des protéines +TIPs
présents à l’extrémité positive des microtubules. Le complexe Par,
formé par Par6, aPKC et dans certains cas Par3 est impliqué dans
la polarisation d’un grand nombre de processus, dont la polarisation
avant-arrière du réseau de microtubules (Etienne-Manneville and Hall,
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2002a). Il régule essentiellement les kinases GSK3 (α et β). Cdc42, une
fois activée, se lie et recrute Par6, qui va en retour induire l’activation
de aPKC (Etienne-Manneville and Hall, 2001). Dans les astrocytes
en migration, cette activation localisée induit la phosphorylation et
l’inhibition de GSK3β (Etienne-Manneville and Hall, 2003). GSK3
régule de nombreuses protéines +TIPs et stabilise des MAPs. Dans
les astrocytes en migration, l’inhibition de l’activité de GSK3β au
front de migration induit le recrutement d’APC à l’extrémité "+" des
microtubules.
En contrôlant la dynamique des extrémité "+" des microtubules, la
régulation polarisée des +TIPs affecte aussi l’interaction des microtu-
bules avec les protéines corticales ou membranaires. Ces interactions
sont cruciales pour le contrôle de l’organisation polarisée des microtu-
bules et des organelles en contact avec les microtubules. L’interaction
entre les +TIPs et leurs partenaires du cytosquelette ou corticaux est
aussi régulée, ajoutant ainsi un degré de complexité et de precision dans
la régulation de la polarisation du réseau de microtubules. Ce type de
régulation repose essentiellement sur le contrôle de la localisation spéci-
fique au niveau du cortex, de partenaires des +TIPs. APC, par exemple,
peut intéragir avec des protéines corticales et certaines liées à l’actine.
APC intéragit directement avec le domaine PDZ de Dlg1, et cette
interaction est nécessaire pour la capture des microtubules au cortex
à l’avant durant la migration astrocytaire (Etienne-Manneville et al.,
2005). Cette interaction est controlée par le recrutement coordonné
de deux protéines à l’avant des cellules. L’activation d’aPKC à l’avant
n’est pas seulement requise pour permettre l’accumulation d’APC à
l’extrémité "+" des microtubules mais contribue aussi simultanement à
l’accumulation de Dlg1 au niveau du cortex basal (Etienne-Manneville
et al., 2005). L’interaction entre APC et Dlg1 induit la capture des
extremité positive des microtubules au cortex cellulaire.
L’utilisation spécifique d’un mécanisme de capture des microtubules
dépend du type cellulaire ou est influencé par l’environnement cellulaire,
la nature et la position des signaux de polarité. Par exemple, chez
les astrocytes, CLIP-170 est très peu exprimé, et APC est l’acteur
majeur dans l’ancrage des microtubules. Dans ces cellules, l’ancrage des
microtubules s’effectue à des sites distincts des plaques d’adhérences
(Manneville et al., 2010), tandis que l’interaction entre clasps et LL5β
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est dans le ciblage des microtubules au niveau des plaques d’adhérence
(Mimori-Kiyosue et al., 2005). Dans les cellules epithéliales, LL5α/β est
recruté au niveau de la membrane basale et capture les microtubules à
proximité des récepteurs α3β1 et α6β4 (Hotta et al., 2010).
L’acétylation et la détyrosination des microtubules sont fréquem-
ment observées au niveau de la protrusion cellulaire au cours de la
migration (Gundersen and Bulinski, 1988). Ces modification pourraient
moduler le trafic vésiculaire dépendant des microtubules. Par exemple,
la détyrosination des microtubules inhibe le recrutement de +TIPs
et de moteurs tels que MCAK et KIF12A (Peris et al., 2009). Une
sous-population de microtubules modifiés s’étend depuis le centrosome
jusqu’au front de migration dans les fibroblastes en migration ce qui
pourrait favorise le recrutement spécifique de moteurs et ainsi contri-
buer au trafic vésiculaire polarisé (Bulinski and Gundersen, 1991).
3.3 Les microtubules régulent la dynamique de
l’adhésion cellulaire à la matrice
La migration cellulaire dirigée nécessite la génération de forces
de traction à l’avant de la cellule pour la déplacer. Ces forces sont
générées par les câbles d’actomyosine présents dans la protrusion et
ancrés à l’avant à certains sites spécifiques. L’intégration de sites
d’adhésion à la matrice extra-cellulaire via les intégrines et connectés
aux filaments d’actine permettent à la cellule d’avancer durant la
migration mésenchymale (Wolfenson et al., 2009).
Les plaques d’adhérence se forment au front de migration où elles
vont croitre pour former des complexes au sein du lamellipode (cf
Chapitre1). La plupart de ces plaques d’adhérence vont rapidement
être désassemblées, mais certaines peuvent s’allonger et former des
plaques d’adhérence matures qui se désassemblent généralement à
l’arrière de la cellule (Parsons et al., 2010). Le contrôle spatio-temporel
de la dynamique des plaques d’adhérence est essentiel pour permettre
aux cellules de répondre aux signaux extracellulaires et induire leur
mouvement coordonné.
Les microtubules participent aussi à la maturation des plaques
d’adhérence en modulant la signalisation via RhoGTPase, ainsi que
page 94
Chapitre 3. Le rôle et la régulation des microtubules durant la migration cellulaire
l’endocytose dépendante/indépendant de la clathrine. De plus, les
microtubules associés au plaques d’adhérence semblent assurer un
chemin polarisé pour la sécretion localisée de certaines metalloprotéases
(MMPs).
La dynamique des microtubules est essentielle à l’assemblage et
au désassemblage des plaques d’adhérence. Dans de nombreux types
cellulaires, les microtubules semblent être physiquement associés aux
plaques d’adhérence durant la migration (Rinnerthaler et al., 1988)
et différents types de protéines interagissant avec l’extrémité "+" des
microtubules sont impliquées dans leur interaction avec les plaques
d’adhérence (Stehbens and Wittmann, 2012).
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Figure 3.5 – Régulation de la dynamique des plaques d’adhérence par les
microtubules durant la migration
Abbreviations : APC, adenomatous polyposis coli ; EB, end-binding protein ; GEF,
guanine nucleotide exchange factor ; N, nucleus. adapté de Etienne-Manneville S.
Annual review of Cell and Developmental Biology (2013) (Etienne-Manneville, 2013a)
Les microtubules régulent l’exocytose au niveau des plaques d’adhérence
Les plaques d’adhérence se forment à l’avant des cellules en migration
et ce simultanément à la formation du lamellipode. L’activation de Rac,
via les microtubules, induit indirectement la formation de nouvelles
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plaques d’adhérence (Figure3.7) (Rooney et al., 2010).
De plus, les microtubules sont essentiels pour le trafic polarisé des
integrines à l’avant de la cellule (Bretscher and Aguado-Velasco, 1998).
Les intermédiaires nécessaires à la fusion des vésicules d’exocytose avec
la membrane plasmique sont localisés au niveau des plaques d’adhérence
naissantes avant leur croissance (Spiczka and Yeaman, 2008). Les
microtubules ciblent les sites d’adhésion matures et sont ancrés à
la membrane plasmique (Kaverina et al., 1998). L’inhibition de la
dynamique des microtubules perturbe l’exocytose des integrines durant
la neuritogénèse (Gupton and Gertler, 2010). De plus la stabilisation
localisée des microtubules ancrés à la membrane plasmique pourrait
faciliter le transport des integrines et participer à la croissance des
sites d’adhésions au front de migration des cellules en migration (Gu
et al., 2011).
Les plaques d’adhérence se désassemblent majoritairement à l’arrière
du lamellipode, mais certains complexes peuvent persister et croitre
(figure). Cela est du à l’augmentation des forces générées par les câbles
du complexe d’actomyosine liés aux d’intégrines. Il n’existe pas de
preuve directe du rôle des microtubules dans la croissance des plaques
d’adhérence, mais ils pourraient fortement l’influencer en regulant
la contractilité du complexe d’acto-myosine (Waterman-Storer and
Salmon, 1999) (figure).
APC est transporté le long des microtubules et s’accumule à leur
l’extrémité plus. Il est étroitement associé aux plaques d’adhérence
et pourrait induire leur assemblage par un mécanisme qui reste à ré-
soudre (Etienne-Manneville, 2009). Une des hypothèse serait qu’APC
s’associe avec et active FAK (focal adhésion kinase) et la Paxilline
(Matsumoto et al., 2010). D’autre part, APC et des protéines associées
à l’extrémité "+" des microtubules comme Clip-170 et Clasps, peuvent
promouvoir la nucleation de l’actine en interagissant avec Rac, l’effec-
teur de Cdc42 IQGAP (Brandt and Grosse, 2007) et avec la formine
mDia (Breitsprecher et al., 2012; Okada et al., 2010).
Les microtubules pourraient aussi influencer la dynamique des
plaques d’adhérence en régulant localement la voie de signalisation
RhoGTPase, qui contrôle la contractilité du complexe d’acto-myosine.
En effet l’étude de différents types cellulaires a démontré que la dépo-
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lymerisation des microtubules induite pharmacologiquement augmente-
rait l’activité de Rho et la contractilité cellulaire ainsi que l’assemblage
des sites d’adhésion (Waterman-Storer and Salmon, 1999). Au contraire,
la polymérisation du réseau de microtubules après lavage des drogues
dépolymérisantes, tel que le nocodazole, induit un déssemblage rapide
des plaques d’adhérence (Ezratty et al., 2005). De plus la polyméri-
sation des microtubules à l’avant induit l’activation locale de Rac1,
provoquant la formation des complexes d’adhésion (Waterman-Storer
and Salmon, 1999) tandis que l’activité de Rho induit la croissance des
plaques d’adhérence (Etienne-Manneville and Hall, 2002b).
Dans les fibroblastes polarisés, l’adhésion au substrat induit la sta-
bilité de certains microtubules, associée à la présence de modifications
post-traductionnelles comme la détyrosination et l’acétylation (Palazzo
et al., 2001a).
les microtubules régulent l’endocytose des intégrines
Les microtubules régulent aussi le désassemblage des plaques d’adhé-
rence via leur implication dans la régulation de l’endocytose des inté-
grines (Caswell and Norman, 2008). La dynamine est nécessaire pour
la scission des vesicules à la membrane plasmique, et est localisée au
niveau des plaques d’adhérence. Elle est requise pour leur désassem-
blage dans les cellules en migration in vitro, probablement en induisant
l’internalisation des complexes d’intégrines. FAK recrute la dynamine
aux plaques d’adhérence et permet son activation (Ezratty et al., 2005).
La dynamine interagit aussi avec les microtubules.
Les microtubules peuvent s’associer aux plaques d’adhérence
Les microtubules participent aussi au désassemblage des plaques
d’adhérences. En effet, le traitement de cellules au nocodazole induit
l’accumulation de longues plaques d’adhérence (Waterman-Storer and
Salmon, 1999). Lorsque la drogue est supprimée du milieu, les micro-
tubules se repolymérisent rapidement et les plaques d’adhérence se
désassemblent (Waterman-Storer et al., 1999b).
Dans les fibroblastes en migration, les microtubules sont ancrés
au niveau du centrosome et s’étendent à la périphérie de la cellule.
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Ils peuvent cibler spécifiquement et à maintes reprises les plaques
d’adhérences matures (Kaverina et al., 1998; Krylyshkina et al., 2003).
L’instabilité dynamique permet aux microtubules d’individuellement
s’associer plusieurs fois à certaines plaques d’adhérence (Kaverina
et al., 1998) et cette association s’effectue plus fréquemment dans les
zones de désassemblage des sites d’adhésion (Rid et al., 2005). De plus,
l’observation des microtubules par microscopie à onde évanescente a
montré que leur extrémité "+" se situait à proximité (<100nm) de la
membrane plasmique au niveau des plaques d’adhérence (Ezratty et al.,
2005). Le mécanisme qui permet aux microtubules de reconnaitre
et interagir avec les plaques d’adhérence à désassembler n’est pas
entièrement résolu.
L’interaction entre les microtubules et les plaques d’adhérence af-
fecte la stabilité des microtubules. En effet, chaque intéraction entre les
microtubules et les plaques d’adhérence est associée à une pause de la
polymérisation des microtubules suivie d’une rapide dépolymérisation
et d’un désassemblage de la plaque d’adhérence ciblée. Le mécanisme
moléculaire n’est pas totalement compris, mais l’assemblage des plaques
d’adhérence dépendant des microtubules pourrait impliqué la paxilline,
qui induirait une "catastrophe" des microtubules au niveau des plaques
d’adhérence (Efimov et al., 2008). De plus, la paxilline est phospho-
rylée par FAK, un important régulateur de la dynamique des plaques
d’adhérence. FAK regule la stabilité des microtubules à la périphérie de
la cellule (Palazzo et al., 2004) et est nécessaire pour le désassemblage
des plaques d’adhérence par les microtubules (Ezratty et al., 2005).
Le même type d’interaction peut aussi s’observer au niveau des
jonction inter-cellulaire via les cadhérines. Cependant, dans cette zone,
de nombreuses conformations du réseau de microtubules sont présentes
(figure) Dans les épithélium, les microtubules sont souvent observés
parallèles à la surface latérale et leur extrémité + orientée vers la face
basale (Bartolini and Gundersen, 2006).
microtubules sont recrutés et stabilisés au niveau des plaques d’adhérence
Le recrutement des microtubules au niveau du cortex cellulaire est
nécessaire pour de nombreux processus tels que la division, la migration
et la différenciation cellulaire.
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L’instabilité dynamique des microtubules leur permet d’explorer
l’espace tridimensionnel de la cellule afin de trouver des sites spécifiques
d’interaction et d’attachement. M. Kirschner et T. Mitchinson ont
proposé l’hypothèse de stabilisation sélective selon laquelle des signaux
externes activeraient localement des facteurs corticaux afin de stabiliser
des microtubules dynamiques à certains sites. De nombreuses études
dans différents systèmes ont démontré la capture des microtubules
au niveau du cortex en observant des changements de dynamiques de
comportements des microtubules au niveau de certains sites corticaux
quand certaines voies de signalisation sont spécifiquement activées.
Les proteines +TIPs ainsi que des récepteurs corticaux jouent un rôle
important dans cette capture des microtubules au cortex.
Dans de nombreux types cellulaires incluant les cellules en migration,
les microtubules et les filaments d’actine interagissent (Salmon et al.,
2002; Rodriguez et al., 2003). Les microtubules explorant l’espace
cytoplasmique sont stabilisés au front de migration (Kirschner and
Mitchison, Kirschner and Mitchison), et leur croissance est guidée le
long des câbles d’actine vers les plaques d’adhérence (Krylyshkina et al.,
2002; Small et al., 2002). De nombreuses proteines pouvant localement
effectuer le lien physique entre les microtubules, les filaments d’actine
et les plaques d’adhérence ont été identifiées, comme par exemple
CLASPs ou la spectraplakine ACF7/MACF1 qui se situe dans le
cortex cellulaire au niveau des plaques d’adhérence par l’intermédiaire
d’APC (Wu et al., 2011) (Zaoui et al., 2010). Ces protéines se situent
au niveau de l’extrémité "+" des microtubules via leur intéraction avec
EB1 (Akhmanova and Steinmetz, 2008). Elles sont aussi impliquées
dans l’organisation et la stabilisation des microtubules au front de
migration et se situent près des plaques d’adhérence.
APC est transporté le long des microtubules et s’accumule à l’ex-
trémité "+" d’une sous population de microtubule (figure) (Näthke
et al., 1996). Les cluster d’APC sont étroitement associés aux plaques
d’adhérence et peuvent promouvoir leur assemblage (Matsumoto et al.,
2010). Il est possible qu’APC participe à la stabilisation des plaques
d’adhérence naissantes en tant que régulateur de polarité.
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Figure 3.6 – Les interactions entre les +TIP des microtubules et les
plaques d’adhérence
Les plaques d’adhérence se forment au front de migration La contractilité du com-
plexe d’acto-myosine induit la maturation des complexes puis les sites d’adhésion se
désassemblent pour induire le déplacement du corps cellulaire. Les interactions entre
les +TIPs des microtubules et les plaques d’adhérence contribuent à la régulation de
leur dynamique. A. APC est transporté le long des microtubules jusqu’au front de
migration et serait impliqué dans la stabilisation des plaques d’adhérence naissantes.
B. ACF7/MACF1 permet l’interaction entre les microtubules et les fibres de stress
d’actine, et est requis pour le guidage de la croissance des microtubules vers les
plaques d’adhérence. C. CLASPs stabilisent les microtubules au niveau des plaques
d’adhérence matures. L’accumulation de CLASPs dépend de son interaction avec
LL5β. D’après (Stehbens and Wittmann, 2012)
Les microtubules contrôlent le trafic vésiculaire impliqué dans la régula-
tion de la dynamique des plaques d’adhérence
Les microtubules sont impliqués dans le trafic à partir et vers les
plaques d’adhérence. Par exemple la sécrétion coordonnée et le recy-
clage des intégrines est important pour la migration cellulaire (bretscher
1989). Les intégrines sont internalisées et transportées soit vers les
endosomes primaires (voie de recyclage rapide) ou vers le compartiment
périnuclaire (longue voie de recyclage)(Caswell et al., 2009b; Arjonen
et al., 2012). Les vésicules contenant les integrines recyclées sont en-
suite re-exocytées au front de migration et ré-utilisées pour former de
nouveaux sites d’adhésion (Gu et al., 2011). Les microtubules peuvent
capturer les vésicules bourgeonnantes à la membrane plasmique pour
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faciliter leur transport vers l’extrémité "négative" (Lomakin et al., 2009)
ou contribuer à l’exocytose des vésicules arrivant à l’extrémité "plus".
Figure 3.7 – Le trafic vésiculaire via les microtubules est impliqué dans
la dynamique des plaques d’adhérence
A.ILK participe à la stabilisation des microtubules au front de migration, et est
requis pour le transport de caveoline vers les sites d’adhésion. B. L’exocytose de
MT1-MMP participe à la dégradation de la matrice extra-cellulaire au niveau des
plaques d’adhérence. Le transport de MT1-MMP se fait via les microtubules, et la
dégradation de la matrice extra-cellulaire pourrait initier le désassemblage des plaques
d’adhérence. C. Les integrines sont internalisées via différentes voies d’endocytose.
L’endocytose via la clathrine semble être impliquée dans le recyclage des intégrines
actives tandis que la voie indépendant de la clathrine recyclerait les intégrines
inactives. D’après (Stehbens and Wittmann, 2012)
D’autre part, afin de favoriser le trafic polarisé des vésicules, il est im-
portant de contrôler les moteurs moléculaires associés aux microtubules.
Soit en régulant leur activité , c’est à dire l’interaction entre le moteur
et le cargo ou en assurant des voies préférentielles pour des moteurs
spécifiques. Par exemple, transport le long des microtubules dépendant
de la kinésine-1 est important lors de la dynamique des plaques d’adhé-
rence (Krylyshkina et al., 2002) et la kinésine-1 a plus d’affinité pour
les microtubules acétylés (Hammond et al., 2010; Reed et al., 2006) ce
qui suggère que le transport dépendant des kynésines, de composant et
de protéines modulant la dynamique des plaques d’adhérence, pourrait
être régulé par les modifications post-traductionnelles. L’inhibition de
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la désacétylase HDAC6, induit une hyperacetylation des microtubules.
Dans les cellules traitées avec cet inhibiteur, les plaques d’adhérence
ont une dynamique plus lente ainsi qu’une migration ralentie (Tran
et al., 2007). Les modifications de la tubuline peuvent aussi réguler
indirectement l’attachement des moteurs et le trafic des intégrines en
modulant l’interaction des MAPs avec les microtubules (Seitz et al.,
2002; Siegrist and Doe, 2007).
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En résumé,
- Les microtubules sont essentiels durant la migration cellu-
laire et particulièrement chez les astrocytes où une légère
perturbation du réseau de microtubules inhibe la migration
cellulaire. Les microtubules contribuent à la régulation de la
migration cellulaire en régulant la formation de la protrusion
cellulaire ainsi que la mise en place de la polarité de la cellule.
- Les microtubules participent à la régulation de la dyna-
mique des plaques d’adhérence via une association directe ou
en régulant le trafic vers et à partir des contacts focaux
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Partie 1
Caractériser le rôle de la polyglutamylation dans la
mise en place de la polarité cellulaire
Les microtubules neuronaux présentent un niveau élevé de poly-
glutamylation (Audebert et al., 1994). Cette modification est aussi
observée au niveau des axonèmes dans les cils et les flagelles ainsi que
sur les centrioles, composants des centrosomes (Bobinnec et al., 1998).
La fonction de cette modification est encore mal caractérisée, mais
elle pourrait en particulier moduler les intéractions des microtubules
avec leur protéines associées et les moteurs moléculaires (Bonnet et al.,
2001).
Question 1 : Peut-on observer des microtubules polyglutamylés
dans d’autres cellules neuronales, comme les astrocytes ?
Question 2 : si oui, la polyglutamylation a-t-elle un effet sur la
structure et/ou la dynamique des microtubules dans les astrocytes ?
Question 3 : La polyglutamylation pourrait-elle jouer un rôle dans
les réarrangements des microtubules dans les cellules en migration et
dans l’orientation du réseau de microtubules et du centrosome ?
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Caractériser le rôle de la détyrosination et de
l’acétylation dans la régulation des microtubules durant
la migration astrocytaire
L’acétylation et la détyrosination sont généralement observées au
niveau des microtubules dits "stables", particulièrement dans les neu-
rones mais aussi dans les fibroblastes en migration. Certaines études
ont montré que la détyrosination et l’acétylation contribueraient à la
régulation des moteurs moléculaires associés aux microtubules ainsi
qu’à la régulation de la migration comme par exemple durant le déve-
loppement du cortex cérébral (Li et al., 2012a) ou durant l’invasion de
cellules cancéreuses (Castro-Castro et al., 2012; Boggs et al., 2015).
Question 1 : Quel est le niveau de détyrosination et d’acétylation
des microtubules dans les astrocytes ?
Question 2 : Ces modifications contribuent-elles à la régulation de
la migration astrocytaire dirigée ?
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Caractériser le rôle de l’acétylation dans la fonction des
microtubules durant la migration astrocytaire
Au cours de ma thèse, j’ai montré que l’acétylation des microtubules
contribue à la régulation de la migration astrocytaire. L’objectif a
donc été de caractériser le mécanisme par lequel l’acétylation des
microtubules régule la migration des astrocytes.
Les astrocytes migrent de manière collective. Les microtubules
contribuent à la régulation de la dynamique des jonctions adhérentes et
des plaques d’adhérence, nécessaires à la migration dirigée du groupe de
cellules. Il aussi été démontré qu’en présence d’un inhibiteur d’HDAC6,
les plaques d’adhérence ont une dynamique plus lente ainsi qu’une
migration ralentie (Tran et al., 2007) et que la suppresion d’αTAT1
perturbe l’inhibition de contact (Aguilar et al., 2014).
Question 1 : L’acétylation des microtubules contribue-t-elle à la
régulation de la dynamique des jonctions adhérentes et/ou des plaques
d’adhérence ?
Question 2 : La régulation de la migration astrocytaire est elle dé-
pendante du niveau d’acétylation ou des enzymes spécifiques impliquées
dans cette modification ?
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Partie 4
Déterminer le mécanisme moléculaire contribuant à la
régulation de la dynamique des plaques d’adhérence par
l’acétylation des microtubules
L’acétylation des microtubules par αTAT1 contrôle la migration
astrocytaire en régulant la dynamique des plaques d’adhérence. Sachant
que les mécanismes contrôlant la dynamique des plaques d’adhérence
sont très variés (cf Introduction chapitre 3) et encore mal caractérisés au
cours de la migration, j’ai par la suite, voulu identifier les mécanismes
moléculaires contribuant à la régulation de la dynamique des plaques
d’adhérence par αTAT1.
Je me suis plus particulièrement attachée à l’étude du trafic membra-
naire à proximité des plaques d’adhérence car les localisations d’αTAT1
et de l’acétylation suggèrent un effet sur la fonction des microtubules.
Question 1 : L’acétylation régule-t-elle la localisation des microtu-
bules à proximité des plaques d’adhérence ?
Question 2 : L’acétylation des microtubules régule-t-elle le trafic
vésiculaire vers/à partir des plaques d’adhérence ?
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1 Étude du rôle de la polyglutamylationdans le contrôle de la polarité cellulaire
Durant ma thèse, j’ai étudié le rôle des modification post-traductionnelles
dans la régulation des microtubules dans des astrocytes primaires de
rat à l’aide d’un test de blessure, détaillé dans le chapitre 1.
Pour rappel, la polyglutamylation est l’ajout réversible de chaines
latérales protidiques sur la queue carboxy-terminale de la tubuline. La
longueur des chaines latérales peut varier de 1 à 20 unités de glutamate
permettant ainsi de générer divers signaux à partir d’un site unique de
modification.
Les chaines latérales de glutamate sont synthétisées en deux étapes
distinctes. La première étape, l’initiation, est l’ajout d’un résidu gluta-
mate par formation d’une liaison covalente entre le groupement amine
et le groupement carboxyle γ d’un résidu glutamate modifié et situé à
l’extrémité carboxy-terminale de la tubuline. Les réactions suivantes
d’élongation sont responsables de la formation des chaines latérales de
glutamate.
Les enzymes qui catalysent la formation des chaines latérales de
glutamate font partie de la famille des Tubuline Tyrosine Ligase-Like
(TTLLs). La polyglutamylation est une réaction enzymatique réversible.
Les enzymes qui catalysent la suppression d’un ou plusieurs résidus
glutamate sont les carboxypeptidases (CCPs).
Les polyglutamylases et les carboxypeptidases possèdent une spécifi-
cité de substrat entre les sous-unités α et β de la tubuline. Certaines de
ces enzymes possèdent aussi une spécifité de réaction. En effet certaines
polyglutamylases ont une activité initiatrice tandis que d’autres ont
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une activité élongatrice.
Pour permettre l’étude de la polyglutamylation dans les astrocytes
et mettre en évidence les différences de phénotypes durant la mise en
place de la polarité et de la migration, j’ai utilisé différents anticorps
reconnaissant spécifiquement la (poly)glutamylation mais de longueurs
différentes (Figure 1.1).
Figure 1.1 – Anticorps reconnaissant spécifiquement la polyglutamylation
Diagramme schématique de la polyglutamylation. Le schéma indique les épitopes
reconnus par les anticorps GT335, B3 et PolyE (Sun et al., 2016).
L’anticorps commercial GT335 reconnait spécifiquement la poly-
glutamylation située sur les sous-unités α et β de la tubuline, sans
distinction de longueur de chaine. Celui-ci permet d’observer la pré-
sence de polyglutamylation sur les microtubules (Figure 1.1) (Wolff
et al., 1992). L’anticorps PolyE (RpE) permet de reconnaitre spécifique-
ment les chaines latérales de glutamate possédant au moins deux motifs
(Figure 1.1) (Shang et al., 2002). R17 et R20 reconnaissent respective-
ment les mono et biglutamylation. PolyE, R17 et R20 proviennent du
laboratoire de Carsten Janke et nous apportent une information sur la
longueur des chaines latérales de polyglutamylation de la tubuline.
1.1 Localisation de la (poly)glutamylation dans
les astrocytes normaux en migration
Afin d’étudier le rôle de la polyglutamylation dans la régulation des
microtubules dans les astrocytes, j’ai dans un premier temps observéla
page 118
Chapitre 1. Étude du rôle de la polyglutamylation dans le contrôle de la polarité
cellulaire
présence et la localisation de la polyglutamylation dans les astrocytes
en migration. A l’aide des différents anticorps, j’ai analysé les différentes
longueurs de chaines présentes dans les astrocytes.
Les astrocytes sont cultivés sur des lamelles de verre recouvertes de
poly-ornithine jusqu’à obtention d’une monocouche. J’ai effectué un
test de blessure et les astrocytes sont fixés après 8h de migration. Un
protocole de fixation spécifique a été utilisé afin de préserver au maxi-
mum les modification de la tubuline (Bell and Safiejko-Mroczka, 1995;
Magiera and Janke, 2013). Au cours de la migration des astrocytes, j’ai
observé un faible niveau de polyglutamylation des microtubules. Mais il
existe une différence de taille des chaines latérales de glutamylation en
fonction de la localisation cellulaire. En effet, le réseau de microtubules
semble être essentiellement mono et biglutamylé d’après les immuno-
marquages des anticorps R17 et R20 (Figure 1.2). L’observation des
immunomarquages avec les anticorps PolyE et GT335 indiquent que
les chaines latérales longues sont présentes uniquement au niveau du
cil primaire (Figure 1.2). Celui-ci ne présente pas d’immunomarquage
avec R17 et ne semble donc pas monoglutamylé (Figure 1.2).
En utilisant les différents anticorps reconnaissant spécifiquement
différentes longueur de chaines latérales, j’ai observé qu’il n’y avait pas
de monoglutamylation au niveau du cil primaire dans les astrocytes. Les
chaines latérales présentent au niveau de la queue carboxy-terminale
des tubuline présentes au niveau du cil primaire possèdent au moins
deux résidus glutamate.
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Figure 1.2 – Profil d’expression de la glutamylation dans les astrocytes à
8h de migration
Immunomarquage d’astrocytes fixés après 8h de migration. Un protocole de fixation
spécifique a été utilisé afin de préserver au maximum les modification de la tubuline
(Bell and Safiejko-Mroczka, 1995; Magiera and Janke, 2013). Les images à gauche sont
en contraste inversé pourchaque canal. A. Microtubules (magenta) monoglutamylés
(vert) dans des astrocytes en migration. B. Microtubules (magenta) biglutamylés
(vert). C. Microtubules (magenta) polyglutamylés (vert), dont les chaines latérales
possèdent au moins deux résidus, dans des astrocytes en migration. D. Microtubules
(magenta) polyglutamylés (vert), sans distinction de longueur de chaine, dans des
astrocytes en migration. Barre d’échelle pour chaque image en contraste inversé
10µm. Barre d’échelle des zooms 2µm
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1.2 Étude du rôle de la polyglutamylation dans la
polarité des astrocytes
Le niveau de polyglutamylation du réseau de microtubules dans les
astrocytes est faible et cette modification est essentiellement présente
au niveau du cil primaire, structure situé au niveau du centrosome.
Pour cette raison, j’ai entrepris d’étudier le rôle potentiel rôle de la
polyglutamylation dans la mise en place de polarité des astrocytes.
1.2.1 Test de polarité
Figure 1.3 – Méthode d’étude de la polarité dans les astrocytes
A.Méthode mesure de l’orientation de l’axe noyau-centrosome dans les atsrocytes
en migration. B. Microtubules (magenta) biglutamylés (vert) dans des astrocytes
en migration. C. Exemple de distribution théorique d’angles (α) en degré pour une
population d’astrocytes si le positionnement du centrosome est considéré comme
aléatoire (gauche) ou pour une population d’astrocytes avec un centrosome polarisé
(droite).
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Afin de quantifier l’axe noyau-centrosome, nous mesurons l’angle
formé entre la droite passant par le centre du noyau et le centre du
centrosome avec la droite passant par le centre du noyau et perpendicu-
laire à la blessure (Figure 1.3.A). L’angle α formé par ces deux droites
peut prendre une valeur entre 0 et 180 degrés. Si le positionnement du
centrosome par rapport au noyau est aléatoire, alors la valeur médiane
pour une population d’astrocytes donnée est de 90 degrés (Figure
1.3.B) Dans une population d’astrocytes polarisés (contrôle), la mé-
diane est de 45 degrés, ce qui indique une orientation préférentielle du
centrosome devant le noyau, orienté vers le front de migration (Dupin
et al., 2009)
1.2.2 L’inhibition de la polyglutamylation par déplétion d’une
glutamylase : TTLL1
Afin d’identifier le rôle de la polyglutamylation dans la mise en place
de la polarité et la migration astrocytaire, j’ai inhibé l’expression des
enzymes responsables de cette modification et observé qu’elles étaient
les conséquences sur la régulation de ces processus.
Il n’existe pas de drogues inhibant ces enzymes, j’ai donc utilisé des
siARN pour inhiber l’expression des glutamylases. Pour cela, j’ai tout
d’abord étudié les caractéristiques des différentes enzymes impliquées
dans la polyglutamylation. J’ai choisi de cibler TTLL1. Elle fonctionne
en coopération avec les autres glutamylases. Il s’agit aussi de l’enzyme
la mieux caractérisée parmi la famille des TTLLs (Regnard et al.,
2003). La transfection des astrocytes avec un deux siRNA ciblant
TTLL1 induit une meilleur déplétion que l’utilisation de chaque siRNA
séparemment, comme l’indique l’analyse quantitative par western blot
(Figure 1.4).
J’ai analysé l’orientation des centrosomes dans les astrocytes trans-
fectés avec un siRNA ciblant la GFP, utilisés comme contrôle et ceux
transfectés avec un siRNA ciblant TTLL1 (siTTLL1). Je n’ai pas ob-
servé d’effet de la dépletion de l’enzyme TTLL1 sur la mise en place
de la polarité astrocytaire (Figure 1.4).
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Figure 1.4 – La déplétion de TTLL1 n’affecte pas la polarité du centrosome
A. Distribution des valeurs prises par l’angle entre l’axe centrosome-noyau et l’axe
perpendiculaire au wound partant du centre du noyau. La médiane est indiquée
par la barre verticale en violet (N=3 avec >100 cellules par expérience / test de
wilcoxon). B. Immunofluorescence d’astrocytes à 8h de migration. Noyau en bleu et
centrosome en magenta. Barre d’échelle 10µm C. Western blot montrant le niveau
de polyglutamylation dans des astrocytes controles et en présence de siARN ciblant
TTLL1.
1.3 Etude du role du cil primaire dans la polarité
cellulaire
1.3.1 Le cil primaire est polarisé durant la migration des
astrocytes
La polyglutamylation est impliquée dans l’assemblage et la main-
tenance du cil (Wloga and Gaertig, 2010). Il a été démontré que le
cil primaire est orienté parallèlement au sens de migration dans les
fibroblastes et les cellules du muscle lisse (Schneider et al., 2009). La
polyglutamylation est principalement localisée au niveau du cil pri-
maire dans les astrocytes (Figure 1.5). J’ai entrepris d’étudier le rôle
potentiel de la polarité du cil primaire lors de la migration astrocytaire
et le rôle de la polyglutamylation sur la maintenance du cil durant la
migration.
Le cil primaire des astrocytes est fortement glutamylé (Figure 1.5).
Les chaines latérales possèdent au moins deux résidus glutamate (Figure
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1.5.B et C) et l’ensemble du cil est glutamylé comme l’indique le co-
marquage du cil avec l’anticorps Arl13b, protéine spécifique du cil
primaire, et l’anticorps GT335 (Figure 1.5.A). On peut observer que
le corps basal du cil est biglutamylé (Figure 1.5.C), mais ne possède
pas de chaines latérales de glutamate possèdant plus de deux résidus
(Figure 1.5.B).
Figure 1.5 – Profil de glutamylation du cil primaire dans les astrocytes
A. Immunofluorescence d’astrocytes. Le cil primaire est marqué en violet avec
l’anticorps Arl13b, et la polyglutamylation avec l’anticorps GT335 en vert. B. Im-
munofluorescence d’astrocytes. La polyglutamylation est marqué en violet et en
vert respectivement avec les anticorps PolyE et GT335. C. Immunofluorescence
d’astrocytes. La polyglutamylation est marqué en vert avec l’anticorps GT335 et
la biglutamylation en violet avec l’anticorps R20 GT335. Barre d’échelle 10µm des
images en gris. Barre d’échelle des images à gauche en contraste inversé 10µm. Barre
d’échelle des zooms 2µm
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J’ai ensuite étudié la polarité du cil primaire durant la migration. J’ai
observé qu’il est orienté parallèlement au sens de migration mais dans la
direction opposée, comme le montre l’immunomarquage avec l’anticorps
Arl13b (Figure 1.6.A). Le cil primaire étant orienté parallèlement à la
direction de la migration, dans le sens inverse, l’angle médian pris par
le cil est d’environ 128 (Figure 1.6.B)
Figure 1.6 – Polarité du cil primaire dans les astrocytes en migration
A. Les microtubules en gris indique la direction de l’axe principal de la protrusion. Le
cil primaire et le centrosome sont respectivement marqués avec les anticorps Arl13b
(en violet) et γ-tubuline (en vert). la ligne blanche indique le front de migration des
astrocytes. Barre d’échelle : 10µm. B. Distribution des valeurs prises par l’angle
entre l’axe centrosome-cil primaire et l’axe perpendiculaire à la blessure partant du
centre du noyau. La médiane est indiquée par la barre verticale en violet (n=3, 100
cellules par expérience).
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1.3.2 La déplétion de TTLL1 n’induit pas de défaut de po-
larité du cil primaire dans les astrocytes en migration
Le cil primaire est la principale structure polyglutamylée dans les
astrocytes et celui-ci est polarisé durant leur migration. J’ai étudié
si la déplétion de TTLL1 influençait la polarisation du cil primaire
durant la migration. Je n’ai pas observé de différence d’orientation
du cil primaire après déplétion de TTLL1 dans les astrocytes comme
l’indique l’angle médian (Figure 1.7.A) et l’immunomarquage du cil
primaire avec Arl13b (Figure 1.7.B).
Figure 1.7 – La déplétion de TTLL1 n’affecte pas l’orientation du cil
primaire
A. Distribution des valeurs prises par l’angle entre l’axe centrosome-cil primaire et
l’axe perpendiculaire au wound partant du centre du noyau. La médiane est indiquée
par la barre verticale en violet. B. Immunofluorescence d’astrocytes à 8h de migration.
Noyau en gris, centrosome en vert et cil primaire en violet. La ligne pointillée indique
la direction de blessure effectuée sur la monocouche. Barre d’échelle 10µm. (n=3 100
cellules par conditions, test de Wilcoxon).
1.3.3 La sur-expression de la carboxypeptidase CCP5 n’a
pas d’effet sur la polarité du centrosome dans les as-
trocytes
Afin de confirmer les résultats obtenus précédemment, j’ai diminué
le niveau de polyglutamylation dans les astrocytes en sur-exprimant
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une carboxy-peptidase. La glutamylation est une réaction enzymatique
réversible. J’ai choisi de sur-exprimer la carboxy-peptidase 5 (CCP5)
qui clive spécifiquement les résidus glutamates situés au niveau des
carboxyles α de l’α-tubuline et clive les résidus glutamates des chaines
latérales de l’α et de la β-tubuline.
J’ai sur-exprimé la forme sauvage et la forme mutée, comme contrôle,
de CCP5. On observe une diminution du niveau de glutamylation dans
les astrocytes après sur-expression de la forme sauvage de CCP5, comme
l’indique l’analyse quantitative par western blot (Figure 1.8.B). On
observe aussi sur l’immunomarquage des astrocytes une diminution du
niveau de polyglutamylation des les astrocytes après sur-expression de
CCP5 (Figure 1.8.A).
Figure 1.8 – La sur-expression de CCP5 n’a pas d’effet sur la polarité du
centrosome
A. Immunofluorescence d’astrocytes en migration à 8h. B. Western blot indiquant la
dimunution du niveau de polyglutamylation après sur-expression de CCP5 WT-GFP.
Barre d’échelle 10µm.(n=3, 100 cellules par expérience, test de Wilcoxon)
L’inhibition de la polyglutamylation par sur-expression de CCP5
n’a pas d’effet sur la mise en place de la polarité du centrosome
lors de la migration des astrocytes comme l’indique la distribution
des valeurs prises par l’angle noyau-cil primaire (Figure 1.9.A) et
l’immunomarquage du centrosome (Figure 1.9.B) où l’on peut observer
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la localisation du centrosome à l’avant du noyau, vers le front de
migration, dans les cellules marquées par la GFP.
1.3.4 La sur-expression de CCP5 n’a pas d’effet sur la pola-
rité du cil primaire
J’ai effectué la même analyse d’angle avec les cils primaires dans les
cellules sur-exprimant CCP5. Je n’ai pas observé d’effet de la diminution
du niveau de polyglutamylation, induit par la sur-expression de CCP5,
sur l’orientation du cil primaire comme l’indique la distribution des
valeurs prises par l’angle noyau-cil primaire (Figure 1.10).
Figure 1.9 – La sur-expression de CCP5 n’a pas d’effet sur la polarité du
cil primaire
A. Distribution des valeurs prises par l’angle entre l’axe noyau-cil primaire et l’axe
perpendiculaire à la blessure passant par le centre du noyau. La médiane est indiquée
par la barre verticale en violet.(n=3, 100 cellules par expérience, test de Wilcoxon).
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En résumé,
- Dans les astrocytes en migration, les microtubules présentent
un niveau faible de polyglutamylation. La structure principa-
lement polyglutamylée est le cil primaire.
- Le cil primaire est polarisé, en sens inverse de la direction
de migration.
- La diminution du niveau de polyglutamylation n’a pas d’effet
sur l’orientation du centrosome et du cil primaire dans les
astrocytes en migration.
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2 Les niveaux d’acétylation et dedétyrosination des microtubules régulentla vitesse de migration des astrocytes
2.1 L’acétylation et la détyrosination des micro-
tubules durant la migration astrocytaire
Après avoir étudié le rôle de la polyglutamylation dans la mise en
place de la polarité dans les astrocytes, je me suis intéressée au rôle
potentiel de l’acétylation et de la détyrosination des microtubules au
cours de la migration. Ces deux modifications, généralement observées
au niveau des microtubules dits "stables" et âgés, ont déjà fait l’objet
de nombreuses études. Leur contribution dans la régulation de la
migration de certains types cellulaires, tels que les cellules mammaires
cancéreuses, a déjà été démontré (Valenzuela-Fernández et al., 2008;
Castro-Castro et al., 2012). Cependant, les mécanismes moléculaires
impliqués n’ont pas été identifiés.
Afin d’étudier la fonction de ces modifications dans la régulation
du cytosquelette de microtubules, j’ai dans un premier temps étudié la
localisation de ces deux modifications.
Lors de leur migration, les astrocytes forment une protrusion orientée
dans la direction de la migration et riche en microtubules (Figure 2.1).
L’immunomarquage des microtubules montre, à 8h de migration, que
le réseau est lui aussi polarisé et le noyau se situe à l’arrière de la
cellule. Les immunomarquages de microtubules acétylés (Figure 2.1.A)
et détyrosinés (Figure 2.1.B) indiquent que le réseau de microtubules
n’est pas modifié dans sa totalité. En effet, le réseau de microtubules
localisé autour du noyau et au niveau du centrosome présente un niveau
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élevé d’acétylation et de détyrosination (Figure 2.1), tandis que les
microtubules situés au front de migration semblent être moins modifiés.
On peut observer que ces deux modifications semblent être présentes
au niveau de la même sous-population de microtubules (Figure 2.1).
Figure 2.1 – L’acétylation et la détyrosination des microtubules
Les astrocytes primaires de rat ont été cultivés sur des lamelles de verre recouvertes
de poly-L-ornithine jusqu’à obtention d’une monocouche. Un test de blessure a
été effectué. Les astrocytes ont été fixés avec du methanol après 8h de migration.
Immunomarquage des microtubules en magenta et des différentes modifications
post-traductionnelles en vert : L’acétylation de la lysine 40 de l’α-tubuline (A) et la
détyrosination de l’α-tubuline (B). Les agrandissements des images A et B, situés en
dessous de celles-ci montrent le marquage de l’acétylation et de la détyrosination au
centre de la cellule et à la periphérie. La ligne pointillée indique l’axe de la blessure
effectuée sur la monocouche. Les carrés en pointillé indiquent les zones agrandies.
Barre d’échelle 10µm.
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2.2 Diminution des niveaux d’acétylation et de
détyrosination des microtubules en ciblant les
enzymes impliquées dans ces modifications
Afin de déterminer si ces deux modifications contribuent à la régula-
tion de la migration astrocytaire, j’ai tout d’abord diminué les niveaux
d’acétylation et de détyrosination en ciblant les enzymes impliquées
dans ces modifications.
2.2.1 La déplétion spécifique de l’acétyl-transférase αTAT1
induit une diminution du niveau d’acétylation des mi-
crotubules
Dans le but d’étudier le rôle spécifique de l’acétylation de la lysine
40 de la sous-unité α de la tubuline, j’ai choisi de diminuer le niveau
d’acétylation des microtubules en diminuant le niveau d’expression
de l’acétyl-transférase αTAT1 à l’aide de siRNA (Figure 2.2.A). J’ai
choisi de cibler cette enzyme car elle est spécifique de la lysine 40 de
l’α-tubuline et de nombreuses études ont déjà démontré le rôle de la
désacétylase HDAC6, l’autre enzyme impliquée dans l’acétylation des
microtubules, dans la régulation de la migration cellulaire (Valenzuela-
Fernández et al., 2008; Arsenault et al., 2013; Zuo et al., 2012) suggérant
que le niveau d’acétylation pourrait jouer un rôle dans la migration
(Chapitre 2). De plus, HDAC6 s’est avérée non spécifique de la tubuline
et possède de nombreux substrats qui pourraient être impliqués dans
la migration astrocytaire (Zhang et al., 2007b).
Dans les astrocytes contrôles (Control), transfectés avec un siRNA
ciblant la luciférase, on observe que le réseau de microtubules pré-
sente un niveau élevé d’acétylation (Figure 2.2.C). L’utilisation d’une
combinaison de deux siRNA (siαTAT1 (1+2)) ciblant spécifiquement
αTAT1 (voir tableau siRNA en annexe) permet de diminuer le ni-
veau d’acétylation des microtubules d’environ 70-80%, comme l’indique
l’analyse quantitative par western blot (Figure 2.2.B). J’ai confirmé par
immunofluorescence la diminution du niveau d’acétylation induite par
l’utilisation des siRNA ciblant αTAT1 (Figure 2.2.C). Dans les cellules
transfectées avec les siRNA ciblant αTAT1, le niveau d’acétylation
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est fortement diminué, confirmant les résultats observés par western
blot (Figure 2.2.C). On peut aussi observer que le niveau d’acétylation
est plus fortement diminué à l’avant tandis qu’une sous-population de
microtubules autour du noyau reste acétylé. Cela peut s’expliquer par
la forte densité de microtubules à cet endroit rendant difficile l’accès
aux désacétylases telles qu’HDAC6.
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Figure 2.2 – Diminution du niveau d’acétylation en ciblant αTAT1
A. Schéma montrant les enzymes responsables de l’acétylation/désacétylation.
D’après (?). Afin de diminuer le niveau d’acétylation des microtubules, les astrocytes
primaires de rat ont été transfectés avec deux siRNAs ciblant spécifiquement l’acétyl-
transférase αTAT1. B. Analyse quantitative par western blot du niveau d’acétylation
après transfection avec les siRNAs indiqués. L’anti α-tubuline a été utilisé comme
contrôle de charge. Résultats obtenus à partir de lysats d’astrocytes primaires 4
jours après transfection avec un siRNA ciblant la luciférase (Control), deux siRNAs
ciblant l’αTAT1 (siαTAT1 (1+2)). C. Les astrocytes ont été déposés sur des lamelles
de verre recouvertes de poly-ornythine jusqu’à ce qu’ils forment une monocouche
puis un test de blessure a été effectué. Immunofluorescence des astrocytes primaires
de rat après 8h de migration, en contraste de phase et immunomarqué par l’anti
α-tubuline et l’anti acétyl-tubuline. La ligne pointillée indique l’orientation de la
blessure effectuée sur la monocouche. Barre d’échelle 10µm
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2.2.2 La sur-expression de la tubuline tyrosine ligase TTL
induit une diminution du niveau de détyrosination des
microtubules
Afin de diminuer le niveau de détyrosination des microtubules, j’ai
sur-exprimé la tubulin-tyrosin ligase (TTL) en transfectant les astro-
cytes primaires de rat avec un plasmide codant pour cette enzyme
(Figure 2.3.A et B). Précédemment dans le laboratoire, Melissa Glati-
gny stagiaire de M2, a observé que la sur-expression de TTL dans les
astrocytes induit une diminution du niveau de détyrosination des mi-
crotubules (Figure 2.3.C). Afin d’observer le niveau de détyrosination
des microtubules, on utilise un anticorps reconnaissant spécifiquement
le résidu de glutamate qui se situe juste avant la tyrosine terminale
et qui est mis en évidence lors de la détyrosination des microtubules
(Chapitre 2). On peut observer par immunofluorescence, dans les as-
trocytes contrôles, un marquage élevé de l’anticorps reconnaissant le
résidu glutamate ce qui signifie un niveau élevé de détyrosination des
microtubules (Figure 2.3.C). Après sur-expression de TTL, on observe
une forte diminution du marquage au niveau de la cellule sur-exprimant
l’enzyme, ce qui signifie que les microtubules dans cette cellule sont
fortement tyrosinés (Figure 2.3.A).
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Figure 2.3 – Diminution du niveau de détyrosination des microtubules en
sur-exprimant TTL
A. Schéma montrant les enzymes responsables de détyrosination/tyrosination. D’après
(?). Les astrocytes primaires de rat ont été transfectés avec le plasmide codant pour
TTL. B. Analyse quantitative par western blot. Résultats obtenus à partir de lysats
d’astrocytes primaires 3 jours après transfection avec la GFP (Contrôle) ou TTL
(hTTL-GFP). F. Immunofluorescence des astrocytes fixés au méthanol après 8h de
migration et immunomarqués pour la détyrosination des microtubules et l’α-tubuline
en contraste inversé et la GFP. Barre d’échelle 10µm
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2.3 L’acétylation et la détyrosination des micro-
tubules régulent la vitesse de migration des
astrocytes
2.3.1 La déplétion spécifique d’αTAT1 induit une diminu-
tion de la vitesse de migration des astrocytes
Afin de déterminer si le niveau d’acétylation des microtubules ré-
gule la migration astrocytaire, j’ai effectué un test de blessure sur une
monocouche d’astrocytes primaires de rat. Pour cela, les astrocytes
transfectés avec un siRNA ciblant la luciférase (Control) ou αTAT1
(siαTAT1) sont cultivés sur du plastique recouvert de poly-L-ornithine
durant 4 jours afin de permettre la diminution des niveaux d’expression
des enzymes ciblées et la réorganisation des astrocytes en monocouche.
Lors du test de blessure, la rayure de la monocouche induit une pola-
risation des astrocytes et une migration dirigée perpendiculaire à la
rayure, de manière à refermer la blessure et reformer la monocouche.
Afin de suivre cette migration en direct, les astrocytes sont photogra-
phiés à intervalle régulier (15min) durant 24h jusqu’à fermeture de la
blessure et reformation de la monocouche (Figure 2.4.A). On observe
que les astrocytes migrent collectivement perpendiculairement à la
blessure effectuée horizontalement. La ligne grise indique la position
des astrocytes à t0, moment où la blessure a été effectuée. L’image
représente la position des astrocytes après 16h de migration. A 16h, les
astrocytes transfectés avec le siRNA ciblant αTAT1 ont migré moins
loin que les astrocytes contrôles (Figure 2.4.A).
L’analyse de ces expériences m’a permis d’observer une diminution
de la vitesse de migration des astrocytes après diminution du niveau
d’expression de l’acétyl-transférase αTAT1 (Figure 2.4.B). Les astro-
cytes contrôle migrent à une vitesse d’environ 0.2µm/min tandis que les
astrocytes transfectés avec le siαTAT1 migrent à une vitesse d’environ
0.15µm/min.
L’analyse de la directionnalité de la migration permet d’évaluer si
les astrocytes migrent perpendiculairement à la blessure. La persistance
de migration permet d’évaluer la capacité des astrocytes à conserver
la même direction de migration. Je n’ai pas observé de perturbation
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de la directionnalité et de la persistance de migration (Figure 2.4.B).
Figure 2.4 – Le niveau d’acétylation des microtubules régule la vitesse de
migration des astrocyte
Les astrocytessont photographiés à intervalle régulier (15min) durant 24h. A. Photo-
graphie prise à 16h de migration. Les lignes grises indiquent la position des astrocytes
à t0. Barre d’échelle 100µm. B. Graphique représentant la vitesse moyenne de mi-
gration des astrocytes primaires (µm/min), la directionnalité moyenne de migration
(%) et la persistence (%) de migration des astrocytes primaires. (Pour siαTAT1 N=3
avec 100 cellules par expérience, t test).
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2.3.2 La sur-expression de TTL induit une augmentation de
la vitesse de migration des astrocytes
La même expérience a été effectuée avec des astrocytes sur-exprimant
la GFP seule ou TTL. On observe sur les photographies prises à 10h
de migration, que les astrocytes sur-exprimant TTL migrent plus loin
que les astrocytes contrôles sur-exprimant la GFP (Figure 2.5.A).
Des études préliminaires, effectuées par Melissa Glatigny dans le
laboratoire ont démontré que la sur-expression de TTL dans les as-
trocytes primaires de rat induit une augmentation de la vitesse de
migration des astrocytes sans perturber leur directionnalité et leur
persistance de migration (Figure 2.5.B).
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Figure 2.5 – Le niveau de détyrosination des microtubules régule la vitesse
de migration des astrocytes
Les astrocytes primaires de rat ont été cultivés sur du plastique recouvert de poly-L-
ornithine pendant 3 jours après transfection avec des plasmides codant pour la GFP
ou TTL (hTTL-GFP). Un test de blessure est effectué et les astrocytes primaires de
rat sont photographiés à intervalle régulier (15min) durant 24h. A. Photographie
prise à 10h de migration . Les lignes blanches indiquent la position des astrocytes à t0.
Barre d’échelle 100µm. B. Graphiques représentant la vitesse moyenne de migration
des astrocytes primaires (µm/min), la directionnalité moyenne de migration (%) et
la persistence (%) de migration des astrocytes primaires (Pour TTL N=3 avec 20
cellules par expérience).
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2.4 Les modifications du niveau d’acétylation des
microtubules perturbent la vitesse de migra-
tion
J’ai observé que la diminution du niveau d’acétylation par utilisation
grâce à un siRNA ciblant αTAT1 induit une diminution de la vitesse
de migration des astrocytes (Partie 2.3.1).
Afin d’identifier si l’effet vient de l’absence de la protéine ou bien
de la désacétylation des microtubules est j’ai effectué un test de bles-
sure dans une condition ou les microtubules sont hyper-acétylés et
analysé la migration de ces astrocytes. Pour cela, les astrocytes non
transfectés sont incubés dans une drogue inhibant spécifiquement la
désacétylase HDAC6, la tubacine (Figure 2.6.A). Son homologue non
actif, la niltubacine est utilisée comme contrôle.
L’analyse quantitative par western blot montre une augmentation
significative du niveau d’acétylation des microtubules en présence
de Tubacine comparé au lysat d’astrocytes contrôles (Figure 2.7.B).
L’immuno-marquage des microtubules acétylés dans les différentes
conditions confirme les résultats observés par western blot (Figure
2.6.C). En effet, en présence de Tubacine, la totalité du réseau de
microtubules est acétylée (Figure 2.6.C).
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Figure 2.6 – L’inhibition d’HDAC6 hyper-acétyle la totalité du réseau de
microtubules
A. Schéma montrant les enzymes responsables de l’acétylation/désacétylation.
D’après (?). Afin d’augmenter le niveau d’acétylation des microtubules, les astrocytes
primaires de rat non transfectés ont été incubés avec de la Niltubacine, utilisée comme
contrôle ou de la Tubacine, inhibiteur spécifique d’HDAC6. B. Analyse quantitative
par western blot du niveau d’acétylation après incubation avec les drogues indiquées.
l’-tubuline est utilisée comme contrôle de charge. C. Immuno-marquage des microtu-
bules et de l’acétylation des microtubules après 8h de migration en contraste inversé.
Barre d’échelle 10µm.
J’ai ensuite effectué un test de blessure, identique à celui observé
en Figure 2.4 et visualisé en direct la migration des astrocytes en
présence de tubacine. Les astrocytes sont photographiés à intervalles
réguliers (Figure 2.7.A). On observe à 16h que les astrocytes incubés
avec la Tubacine, dont les microtubules sont hyper-acétylés, ont migré
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moins loin que les astrocytes contrôles, incubés avec la Niltubacine.
L’analyse de la migration des astrocytes en présence de Niltubacine ou
Tubacine m’a permis d’observer une diminution de la vitesse moyenne
de migration des astrocytes incubés avec la Tubacine (Figure 2.7.B)
sans affecter leur directionnalité et leur persistance de migration (Figure
2.8.B). En présence de Tubacine, la vitesse moyenne des astrocytes
est de 0.12µm/min comparé aux astrocytes contrôles dont la vitesse
moyenne est de 0.18-0.2µm/min (Figure 2.7.B).
Ces résultats confirment que c’est bien le niveau d’acétylation qui
régule la vitesse de migration des astrocytes.
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Figure 2.7 – Linhibition d’HDAC6 affecte la vitesse de migration des as-
trocytes
A. Les astrocytes sont photographiés à intervalle régulier (15min) durant 24h. Photo-
graphie prise à 16h de migration. Les lignes grises indiquent la position des astrocytes
à t0. Barre d’échelle 100µm. B. Graphiques représentant la vitesse moyenne de
migration des astrocytes (µm/min), la directionnalité moyenne de migration (%) et
la persistence (%) de migration des astrocytes primaires (N=3 avec 100 cellules par
expérience / t test).
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En résumé,
- La perturbation des niveaux d’acétylation et de détyrosina-
tion des microtubules affecte la vitesse de migration des astro-
cytes mais dans des effets opposés. La diminution du niveau
d’acétylation par déplétion spécifique de l’acétyl-transférase
αTAT1 induit une diminution de la vitesse de migration des
astrocytes. En revanche, la diminution du niveau de déty-
rosination par sur-expression de l’enzyme TTL induit une
augmentation de la vitesse.
- L’absence de perturbation de la directionnalité et et de la
persistance de migration des astrocytes dans les deux cas
suggère qu’il n’y a pas de défaut de polarité dans ces deux
conditions. L’acétylation et la détyrosination des microtu-
bules ne semblent pas être impliquées dans la régulation de
la polarité cellulaire.
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3.1 Localisation d’αTAT1 et des microtubules acé-
tylés
3.1.1 Les microtubules à proximité des plaques d’adhérence
sont acétylés
Durant la migration cellulaire, les microtubules s’associent de ma-
nière répétée avec les sites d’adhésion à la matrice extra-cellulaire
(Rinnerthaler et al., 1988; Kaverina et al., 1999, 1998) ou viennent à
proximité, afin de contribuer au contrôle de leur dynamique (Etienne-
Manneville, 2013b). Le réseau de microtubules est dynamique et alterne
entre des phases de polymérisation et dépolymérisation, permettant
un remodelage constant du réseau et son exploration de l’espace intra-
cellulaire (Kirschner and Mitchison, 1986). Le ciblage des plaques
d’adhérence par les microtubules (Kaverina et al., 1998) et leur poly-
mérisation en direction des sites d’adhésion au niveau de la surface
ventrale des cellules a été ensuite confirmé par TIRF (Krylyshkina
et al., 2003). Cependant ces expériences ont été effectuées dans des
fibroblastes de poisson rouge qui possèdent un réseau de microtubules
peu dense et éparse. Il est difficile d’établir si les microtubules se po-
lymérisent en direction des plaques d’adhérence dans les cellules de
mammifères comme les astrocytes qui possédent un réseau dense de
microtubules.
J’ai observé que dans les astrocytes, les microtubules viennent
à proximité des plaques d’adhérence durant la migration (Figures
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3.1.A et B). Les images (Figure 3.1.B) sont des agrandissements de la
photographie prise Figure 3.1.A. L’astrocyte sur-exprime la paxilline,
composant des plaques d’adhérence, et est incubé avec de la SirTubuline,
qui permet de marquer les microtubules. J’ai aussi observé que les
microtubules dans les astrocytes peuvent venir à proximité des plaques
d’adhérence durant la migration (indiqué par la fleche Figure 3.1.B).
Dans les astrocytes fixés après 8h de migration les microtubules situés
à proximité des plaques d’adhérence sont majoritairement acétylés
comme on peut le voir sur les zoom (Figure 3.1.C) et le graphique
indiquant la proportion de microtubules à proximité des sites d’adhésion
qui sont acétylés (Figure 3.1.D).
Ces observations confirment la présence, déjà caractérisée aupara-
vant, des microtubules à proximité des plaques d’adhérence durant
la migration et suggère une contribution possible de l’acétylation des
microtubules dans la régulation de leur dynamique.
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Figure 3.1 – Les microtubules situés à proximité des plaques d’adhérence
sont acétylés
A. Photographie prise à t0 d’un astrocyte en migration. transfecté avec le plasmide
codant pour la paxilline-mCherry (en vert) 3 jours avant l’expérience. Le jour de
l’expérience, les astrocytes sont incubés avec de la SirTubuline, composant marquant
les microtubules (en magenta). Barre d’échelle 10µm. B. Zooms de l’image en A.
Photographies prises à intervalle régulier (1 seconde). Les flèches indiquent les
microtubules situés à proximité des plaques d’adhérence.Barre d’echelle 1µm. C. A
gauche, mmunomarquage des microtubules (en magenta), l’acétylation (en vert) et la
taline (en cyan). A droite, les zooms indiquent la présence de microtubules acétylés
au niveau des plaques d’adhérence. Barre d’échelle 10µm
3.1.2 αTAT1 est localisé au niveau des plaques d’adhérence
Les astrocytes sur-expriment l’acétyl-transférase αTAT1 et la Paxil-
line sont photographiés à intervalle régulier afin d’observer la dyna-
mique de l’enzyme durant la migration astrocytaire (Figure 3.2.A).
On peut observer la présence de l’enzyme αTAT1 au niveau des mi-
crotubules (Figure 3.2.A). J’ai observé que les microtubules enrichis
en αTAT1 sont associés aux plaques d’adhérence durant la migration
comme indiqué par les fleches sur les zoom (Figure 3.2.B). Cette asso-
ciation s’effectue dès l’assemblage du site d’adhésion (Figure 3.2.B).
En épifluorescence, on observe la localisation d’αTAT1 au niveau des
microtubules dans les astrocytes sur-exprimant l’enzyme (Figure 3.2.C).
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Cependant l’observation en microscopie de fluorescence par réflexion
totale interne (TIRF), technique permettant l’observation des événe-
ments proches de la membrane plasmique, indique aussi une localisation
de l’enzyme αTAT1 au niveau des plaques d’adhérence (Figure 3.2.D).
Figure 3.2 – L’acétyl-transférase αTAT1 est localisée au niveau des micro-
tubules et des plaques d’adhérence
A. Photographie d’un astrocyte après 8h de migration. Les astrocytes sont transfectés
avec le plasmide codant pour la paxilline-mCherry (en vert) et αTAT1 (en magenta).
Barre d’échelle 5µm. B. Zooms de l’image en A. Photographies prises à intervalle
régulier (minutes). Les flèches indiquent les microtubules enrichis en αTAT1 associés
aux plaques d’adhérence durant la migration des astrocytes. C. Photographie d’un
astrocyte surexprimant αTAT1-GFP après 8h de migration. D. L’astrocyte en C a
été observé en TIRF. La paxilline est représentée en vert, αTAT1 en magenta.
3.2 La déplétion d’αTAT1 affecte la dynamique
des plaques d’adhérence
3.2.1 La déplétion d’αTAT1 affecte le nombre et la distribu-
tion des plaques d’adhérence
Afin de comprendre le mécanisme de régulation de la migration des
astrocytes par ces modifications, j’ai entrepris d’étudier si les processus
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moléculaires essentiels à la migration des astrocytes étaient perturbés
lorsque les niveaux d’acétylation et de détyrosination sont diminués.
J’ai donc analysé la dynamique des sites d’adhésion de la cellule à
la matrice extra-cellulaire parce qu’ils jouent un rôle crucial dans la
génération de forces de traction nécessaires à la migration cellulaire
et à la transduction de signaux intra et extra-cellulaires (Introduction
Chapitre 1). Durant la migration, les plaques d’adhérence sont formées
au front de migration et subissent un cycle de renouvellement. La plu-
part de ces sites d’adhésion se désassemblent à l’arrière du lamellipode.
Dans le cas des astrocytes, la taille du lamellipode est limité au front
de migration, et les plaques d’adhérence sont concentrées à l’avant de la
cellule à 8h de migration (Figure 3.3.A). D’autre part, les microtubules
contribuent à la régulation de la dynamique des plaques d’adhérence
en interagissant directement avec les sites d’adhésion ou en régulant le
trafic vers et à partir des plaques d’adhérence (Introduction Chapitre
3).
La déplétion d’αTAT1 induit une augmentation du nombre de plaques
d’adhérence sans affecter leur taille
Afin d’analyser la localisation des plaques d’adhérence dans les
différentes conditions, les astrocytes transfectés sont cultivés sur des
lamelles de verre recouvertes de poly-L-ornithine durant 4 jours afin
d’obtenir une monocouche et l’efficacité désirée des siRNA utilisés. J’ai
effectué un test de blessure et les astrocytes sont fixés après 8h de migra-
tion avec du paraformaldéhyde, afin d’effectuer un immunomarquage
de la paxilline.
J’ai analysé le nombre moyen de plaques d’adhérence par cellule
ainsi que leur aire. J’ai observé que la déplétion spécifique de l’acétyl-
transférase αTAT1 induit une augmentation significative du nombre
de plaques d’adhérence dans les astrocytes que l’on peut observer
sur l’immuno-marquage ainsi que sur le graphique (Figure 3.3.A). La
déplétion de l’enzyme αTAT1 ne semble pas perturber la taille de ces
plaques d’adhérence (Figure 3.3.B). En effet, sur les agrandissements,
on peut voir que l’aire des sites d’adhésions reste inchangée en présence
de siαTAT1 (Figure 3.3.B).
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Figure 3.3 – La déplétion d’αTAT1 induit une augmentation du nombre
de plaques d’adhérence
Les astrocytes sont fixés avec du Paraformaldéhyde 4% après 8h de migration. A.
Immunomarquage des astrocytes après 8h de migration transfectés avec un siRNA
ciblant la luciférase (Control) ou αTAT1 (siαTAT1). Les jonctions adhérentes sont
indiquées en vert, les plaques d’adhérence en violet et le noyau en gris. A droite, le
graphique indique le nombre moyen de plaques d’adhérence par cellule dans chacune
des conditions. Barre d’échelle 10µm. B. Agrandissement des images en A. A droite
le graphique indique l’aire moyenne des plaques d’adhérence par cellule pour chaque
condition. Barre d’échelle 2µm (N=3, 100 cellules par expérience, t test)
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La sur-expression de la tyrosinase TTL ne semble pas affecter le
nombre, la distribution et la taille des plaques d’adhérence de manière
significative (Figures 3.4). Cela suggère que le niveau de détyrosination
des microtubules ne contribue pas à la régulation de la migration des
astrocytes via l’adhésion à la matrice durant la migration.
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Figure 3.4 – La diminution du niveau de détyrosination des microtubules
n’affecte ni le nombre ni la taille des plaques d’adhérence
Les astrocytes sont fixés avec du paraformaldéhyde 4% après 8h de migration. A.
Immunomarquage d’astrocytes après 8h de migration transfectés avec le plasmide
codant pour la GFP ou TTL. La GFP est indiquée en vert, les plaques d’adhérence
en violet et le noyau en gris. A droite, le graphique indique le nombre moyen de
plaques d’adhérence par cellule dans chacune des conditions. Barre d’échelle 10µm.
B.Agrandissements des images en A. A droite le graphique représentent l’aire moyenne
des plaques d’adhérence par cellule pour chaque conditions. Barre d’échelle 2µm
(N=3, 100 cellules par expérience, t-test)
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La déplétion d’αTAT1 perturbe la distribution des plaques d’adhérence
On observe que la distribution des plaques d’adhérence au sein de la
protrusion est perturbée. En effet, dans les astrocytes transfectés avec le
siRNA ciblant αTAT1, les sites d’adhésion sont dispersés au sein de la
protrusion et non concentrés au front de migration de la cellule comme
dans les astrocytes contrôles (Figure 3.5.B). J’ai analysé la distance
entre le centre des plaques d’adhérence et le front de migration projetée
sur l’axe noyau-front de migration (distance d) ainsi que la distance
entre le centre du noyau et le front de migration (distance D) (Figure
3.5.A). On peut observer sur le graphique (Figure 3.5.C) que la distance
d entre les plaques d’adhérence et le front de migration est plus élevée
dans les astrocytes transfectés avec siαTAT1 comparé au contrôle.
Cette augmentation de la distance d se produit sans perturbation
de la longueur de la protrusion (distance D). L’augmentation de la
distance entre les plaques d’adhérence et le front de migration indique
une présence anormale des plaques d’adhérence à l’intérieur de la
protrusion et suggère que la déplétion d’αTAT1 perturbe les sites
d’adhésion.
On peut aussi observer que la directionnalité des plaques d’adhérence
en présence de siαTAT1 semble être perturbée. En effet, les plaques
d’adhérence sont généralement orientées dans la direction de migration
des astrocytes. En présence de siαTAT1, les plaques d’adhérence ne
sont pas orientées parallèlement à la direction de migration (Figure
3.5.B et 3.5.B).
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Figure 3.5 – La déplétion d’αTAT1 induit une perturbation de la distri-
bution des plaques d’adhérence durant la migration des astrocytes
A. Schéma représentant les différentes distances analysées afin de quantifier la distri-
bution des plaques d’adhérences. La distance d permet d’analyser la distance entre
les plaques d’adhérence et le front de migration. La distance D représente la distance
entre le centre du noyau et le front de migration B. Immunomarquage d’astrocytes
à 8h de migration, transfectés avec un siRNA ciblant la luciférase (Ctl) ou αTAT1
(siαTAT1). Les plaques d’adhérence sont indiquées en violet et le noyau en gris. C.
Les graphiques indiquent les distances moyennes d et D par cellule dans chacune des
conditions. (N=3, 100 cellules par expérience, t test)
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J’ai effectué la même analyse dans les astrocytes sur-exprimant la
GFP et TTL et je n’ai observé aucune différence de distance entre les
plaques d’adhérence et le front de migration suggérant que la diminution
du niveau de détyrosination n’affecte pas les sites d’adhésion à la
matrice extra-cellulaire (Figure 3.6). La détyrosination des microtubules
semble être impliquée dans le contrôle de la migration des astrocytes
via un mécanisme de régulation différent de l’acétylation.
Figure 3.6 – La diminution du niveau de detyrosination des microtubules
n’affecte pas la distribution des plaques d’adhérence durant la migration
des astrocytes
A. Schéma représentant les différentes distances analysée. La distance d permet
d’analyser la distance entre les plaques d’adhérence et le front de migration. La
distance D représente la distance entre le centre du noyau et le front de migratiion
B. Immunofluorescence d’astrocytes à 8h de migration transfectés avec la GFP ou
TTL-GFP. Les plaques d’adhérence sont indiquées en violet et le noyau en gris. C.
Les graphique indiquent les distances moyennes d et D par cellule dans chacune des
conditions.. (N=3 100 cellules par condition, t test)
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Ces résultats montrent que le niveau d’acétylation, et non le niveau
de détyrosination, régule le nombre, la distribution et potentiellement
l’orientation des plaques d’adhérence durant la migration astrocytaire,
ce qui suggère un rôle potentiel de l’acétylation des microtubules dans
le contrôle de la dynamique des plaques d’adhérence.
3.2.2 La déplétion d’αTAT1 affecte la dynamique des plaques
d’adhérence
J’ai donc analysé la dynamique des plaques d’adhérence dans les
astrocytes en migration. Pour cela les astrocytes sont transfectés avec
un siRNA ciblant la luciférase (Control) ou ciblant αTAT1 (siαTAT1)
ainsi qu’avec un plasmide codant pour la Paxilline fusionnée à un tag
mCherry (Figure 3.7.A). La Paxilline est un composant des plaques
d’adhérence présent durant la totalité de leur durée de vie. Par video-
microscopie, et en photographiant la paxilline taguée à intervalle ré-
gulier (5 minutes), j’ai analysé la dynamique des plaques d’adhérence
dans les astrocytes contrôles et déplétés en αTAT1. Dans les astrocytes
contrôles, on observe que la durée de vie des plaques d’adhérence est
en moyenne de 35-40min (Figure 3.7.A,B et C). Durant le cycle de vie
des plaques d’adhérence, les sites d’adhésion s’assemblent. Cette étape
est caractérisée par une augmentation de leur taille (Figure 3.7.A).
Puis les sites d’adhésion se désassemblent, leur taille diminue (Figure
3.7.A). Dans les astrocytes contrôles, les phases d’assemblage et de
désassemblage sont rapides (Figure 3.7.B). La durée de vie moyenne
des plaques d’adhérence dans les astrocytes contrôles est d’environ 40
minutes, tandis que dans les astrocytes transfectés avec siαTAT1 la
durée de vie des plaques d’adhérence est doublée (Figure 3.7.C) La
déplétion d’αTAT1 induit une augmentation significative du temps
de renouvellement des plaques d’adhérence (Figures 3.7.A,B et C).
Ces résultats suggèrent que l’acétylation des microtubules régule la
dynamique des plaques d’dhérence. La persistance des plaques d’adhé-
rence au cours du temp dans les cellules déplétées d’αTAT1 suggère
que l’acétylation des microtubules régule le désassemblage des sites
d’adhésion.
L’analyse de chacune des étapes du cycle de vie des plaques d’adhé-
rence dans chacune des conditions indique que la déplétion d’αTAT1
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perturbe le cycle de renouvellement des plaques d’adhérence dans son
ensemble (Figure 3.7.E). En effet, le temps d’assemblage des plaques
d’adhérence est plus long dans les cellules transfectées avec le siRNA
ciblant αTAT1 (Figure 3.7.E). Les plaques d’adhérence des astrocytes
transfectés avec siαTAT1 mettent plus de temps à s’assembler que dans
les conditions contrôles (Figure 3.7.A,B et E). Le temps d’assemblage
est quasiment doublé. Le temps de désassemblage est lui aussi augmenté
dans les astrocytes transfectés avec siαTAT1 (Figure 3.7.A,B et E).
On observe aussi la présence d’une phase de stabilité (plateau) durant
laquelle les plaques d’adhérence conservent une aire constante dans
le temps avant de se désassembler (Figure 3.7.A,B et E). Les plaques
d’adhérence, une fois assemblées, conservent une aire constante durant
une certaine période avant d’initier leur désassemblage (Figure 3.7.A).
Cette phase de plateau, initialement non présente dans les conditions
contrôles, dure en moyenne 20 minutes (Figure 3.7.E). Ces résultats
suggèrent que l’acétylation des microtubules régule la dynamique des
plaques d’adhérence dans son ensemble.
J’ai aussi analysé la distance moyenne (d), depuis le front de mi-
gration, à laquelle les plaques d’adhérence se désassemblent. Celle-ci
est plus grande dans les astrocytes transfectés avec siαTAT1 que dans
les astrocytes contrôles (Figure 3.7.D), ce qui confirme les analyses
de distribution effectuées sur astrocytes fixés (Figure 2.5). En effet,
dans les conditions contrôles, les plaques d’adhérence se désassemblent
majoritairement dans les 10µm situés au front de migration, distance
qui correspond à la taille du lamellipode. Dans les astrocytes trans-
fectés avec siαTAT1, les plaques d’adhérence se désassemblent plus
loin du front de migration (Figure 3.7.D). L’analyse de la distance
moyenne depuis le front de migration montre qu’elles s’assemblent plus
loin que dans les astrocytes contrôles ce qui suggère que la déplétion
d’αTAT1 perturbe aussi l’assemblage des plaques d’adhérence en plus
du désassemblage (Figure 3.7.D).
Ces résultats montrent que le niveau d’acétylation des microtubules
influence la dynamique des plaques d’adhérence, dans son ensemble,
durant la migration des astrocytes.
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Figure 3.7 – La déplétion d’αTAT1 affecte la dynamique des plaques
d’adhérence
A. La première photographie représente l’astrocyte à t0 en contraste de phase.
La deuxième représente l’astrocyte photographié à t0 avec la paxilline-mCherry en
contraste inversé. Au milieu, zooms des images de paxilline-mCherry prises à intervalle
régulier en conditions contrôle et siαTAT1. A droite, l’image représente l’addition de
toutes les photographies prises durant les 4h d’acquisition (maxi intensity projection).
B. Exemple de dynamique de renouvellement d’une plaque d’adhérence en (A) dans
les astrocytes controles et transfectés avec le siαTAT1. C. Graphique représentant
le temps moyen de durée de vie des plaques d’adhérence dans chaque condition. D.
Graphiques représentant la distance moyenne entre le centre des plaques d’adhérence
et le front de migration au moment de l’assemblage (à gauche) et du désassemblage
(à droite). E. Durée moyenne de chacune des phases d’assemblage, stabilisation et
désassemblage pour chacune des conditions. (N=3, 20 plaques d’adhérence par cellule,
10 à 15 cellules par expérience, t test)
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3.3 La régulation de la dynamique des plaques
d’adhérence par αTAT1 semble être indépen-
dante du niveau d’acétylation des microtubules.
3.3.1 La modification du niveau d’acétylation des microtu-
bules n’affecte pas le nombre et la distribution des
plaques d’adhérence
L’hypoacétylation des microtubules par sur-expression d’HDAC6 n’af-
fecte pas le nombre et la distribution des plaques d’adhérence
Afin de confirmer l’hypothèse que le niveau d’acétylation régule la vi-
tesse de migration en contrôlant la dynamique des plaques d’adhérence,
j’ai observé le profil des sites d’adhésions à la matrice extra-cellulaire
en modulant le niveau d’acétylation des microtubules en faisant varier
les niveaux d’expression des enzymes impliquées (HDAC6 et αTAT1).
Precédemment j’ai diminué le niveau d’acétylation des microtubules
en utilisant des siRNAs ciblant αTAT1. Cette diminution du niveau
d’expression d’αTAT1 induit une augmentation du nombre de plaques
d’adhérence et une perturbation de leur distribution. J’ai confirmé que
cette modification de leur localisation est due à une perturbation de
leur dynamique. J’ai confirmé l’implication d’αTAT1 dans la régulation
de la dynamique des plaques d’adhérence en utilisant un autre couple
de siRNA ciblant αTAT1 (siαTAT1 (3+4)) (Figure 3.8). L’utilisation
de différents siRNA afin de dépléter αTAT1 induit une augmentation
signification du nombre de plaques d’adhérence ainsi que perturbation
de leur localisation comme l’indique les immuno-marquage ainsi que
les graphiques (Figure 3.8).
Afin de déterminer si la dynamique des plaques d’adhérence est
régulée par le niveau d’acétylation global des microtubules ou par
une les enzymes impliquées dans cette modification, j’ai induit une
hypo-acétylation des microtubules en sur-exprimant HDAC6 (Figure
3.8). J’ai observé que la diminution du niveau d’acétylation par sur-
expression d’HDAC6 n’a pas d’effet sur le nombre et la distribution des
plaques d’adhérence comme observé sur les immuno-marquages et les
graphiques (Figure 3.8). D’après les résultats obtenus précédemment,
la perturbation du nombre et de la distribution des plaques d’adhé-
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rence semble être corrélée à un défaut de leur dynamique (Partie 3.2).
Ces résultats suggèrent donc que l’hypoacétylation des microtubules
n’affecterait pas la dynamique des plaques d’adhérence.
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Figure 3.8 – L’hypo-acétylation des microtubules par sur-expression d’H-
DAC6 n’affecte pas la dynamique des plaques d’adhérence
L’hypo-acétylation des microtubules est induite en ciblant les différentes enzymes
impliquées dans l’acétylation. Soit en ciblant αTAT1 avec un siRNA soit en sur-
exprimant la désacétylase HDAC6. Les astrocytes migrent durant 8h puis sont fixés.
Les immuno-marquages indiquent les plaques d’adhérence en magenta et les jonctions
adhérentes en vert. Les graphiques représentent le nombre et la distribution des
plaques d’adhérence dans les différentes conditions contrôles et d’hypo-acétylation
des microtubules. Barre d’échelle 10µm (N=3, 100 cellules par expérience, t test)
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L’inhibition d’HDAC6 induit une augmentation du nombre de plaques
d’adhérence sans perturber leur localisation
J’ai ensuite observé la dynamique de ces plaques d’adhérence après
hyper-acétylation des microtubules. Pour cela j’ai surexprimé l’acétyl-
transférase αTAT1 ou inhibé HDAC6 par ajout de Tubacine. J’ai
observé précédemment que l’inhibition d’HDAC6 par ajout de Tubacine
induit une diminution de la vitesse de migration des astrocytes (Figure
3.9). On observe sur les immunomarquages que l’inhibition d’HDAC6
induit une augmentation du nombre de plaques d’adhérence, par contre
elle ne perturbe pas leur distribution, comme l’indique les graphiques.
Même si elle tend à augmenter légèrement leur nombre, l’hyper-
acétylation des microtubules par sur-expression de l’acétyltransférase
αTAT1 n’induit pas de modification significative du nombre de plaques
d’adhérence et de leur distribution.
L’hyperacétylation des microtubules par ajout de tubacine induit
une augmentation du nombre de plaques d’adhérence sans affecter leur
distribution bien que celle-ci induit une diminution de la vitesse de
migration des astrocytes (Partie 2.4).
L’absence de perturbation de la distribution des plaques d’adhérence
en faisant varier les niveaux d’acétylation suggère que la dynamique
des plaques d’adhérence est régulée par αTAT1 et non par le niveau
global d’acétylation des microtubules.
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Figure 3.9 – L’hyper-acétylation des microtubules par inhibtion d’HDAC6
affecte la dynamique des plaques d’adhérence mais pas leur distribution
L’hyper-acétylation des microtubules est induite en ciblant les différentes enzymes
impliquées dans l’acétylation. Soit en sur-exprimant αTAT1 soit en inhibant la
désacétylase HDAC6 par ajout de Tubacine. Les astrocytes migrent durant 8h puis
sont fixés. Les immuno-marquages indiquent les plaques d’adhérence en magenta
et les jonctions adhérentes en vert. Les graphiques représentent le nombre et la
distribution des plaques d’adhérence dans les différentes conditions contrôles et
d’hypo-acétylation des microtubules. Barre d’échelle 10µm (N=3, 100 cellules par
expérience, t test)
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Il a aussi été démontré que la localisation d’αTAT1 joue un rôle
dans la dynamique des microtubules, indépendamment de son activité
catalytique (Kalebic et al., 2013) et que l’enzyme est aussi localisée au
niveau des puits de clathrine (Montagnac et al., 2013) . J’ai sur-exprimé
l’enzyme dont un résidu situé au niveau de son site catalytique est
muté, induisant une perte d’activité de l’enzyme. La surexpression
de l’enzyme mutée ne semble pas affecter la dynamique des plaques
d’adhérence puisque ni leur nombre ni leur distribution n’est perturbé
(Figure 3.10). De plus l’enzyme mutée semble avoir une légère activité
catalytique. On peut observer sur l’analyse quantitative par western
blot que la surexpression de l’enzyme mutée induit une augmentation
du niveau d’acétylation (Figure 3.10).
Figure 3.10 – La sur-expression de l’acétyltransférase mutée au niveau de
sont site catalytique n’affecte ni le nombre ni la distribution des plaques
d’adhérence]
A. Immunofluorescence d’astrocytes primaire de rat à 8h de migration. l’acétylation
est représentée en vert et les enzymes en magenta. Barre d’échelle : 10µm. B. Western
blot indiquant le niveau d’acétylation dans chaque condition. C. Graphique indiquant
le nombre et la distribution des plaques d’adhérence pour chaque condition (n=3,
100 cellules par expérience t test)
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3.3.2 Sauvetage phénotypique par sur-expression de l’acetyl-
transférase αTAT1
Afin de confirmer qu’αTAT1 régule la dynamique des plaques d’adhé-
rence, j’ai surexprimé l’acétyl-transférase αTAT1 ou inhibé HDAC6
par ajout de Tubacine dans les astrocytes transfectés avec siαTAT1
afin de rétablir dans ces astrocytes le niveau d’acétylation observé
dans les conditions contrôles et d’observer si cela rétablit le phénotype
d’origine.
Figure 3.11 – Sauvetage phénotypique par surexpression d’αTAT1.
Les astrocytes sont fixés après 8h de migration. Les immunomarquages montrent les
plaques d’adhérence en magenta et les jonctions adhérentes ou la GFP en vert. Les
graphiques représentent le nombre et la distribution des plaques d’adhérence dans
les différentes conditions contrôles et d’hypo-acétylation des microtubules. Barre
d’échelle 10µm (N=3, 100 cellules par expérience, t test)
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La surexpression de la forme inactive d’αTAT1 (αTAT1D157N-
GFP), dont un des résidus situés dans le site catalytique est muté,
dans les astrocytes transfectés avec siαTAT1, n’induit pas de sauvetage
phénotypique. En effet, le nombre et la distribution des plaques d’adhé-
rence reste perturbé (Figure 3.11). Cependant la sur-expression de la
forme active de l’enzyme αTAT1 (αTAT1-GFP) dans les astrocytes
transfectés avec siαTAT1 induit un sauvetage phénotypique. Le nombre
de plaques d’adhérence et leur distribution sont alors similaires au
contrôle (Figure 3.11).
J’ai effectué la même expérience mais cette fois-ci en inhibant
HDAC6 par ajout de Tubacine dans les cellules transfectées avec
siαTAT1. L’ajout de Niltubacine ou de Tubacine n’induit pas sauve-
tage phénotypique et ne rétablit pas le nombre et la distribution des
plaques d’adhérence dans les cellules transfectées.
La présence d’αTAT1 au niveau des plaques d’adhérence et le
sauvetage phénotypique suggèrent qu’αTAT1 contribue à la dynamique
des plaques d’adhérence de par sa localisation. Ces résultats confirment
l’implication d’αTAT1 dans le contrôle de la dynamique des plaques
d’adhérence. Cependant ils suggèrent aussi que c’est l’enzyme αTAT1
qui contribue à la régulation de la dynamique des plaques et non le
niveau global d’acétylation des microtubules ou HDAC6.
3.4 L’absence d’APC phénocopie l’absence d’αTAT1
3.4.1 APC contrôle l’acétylation des microtubules
APC est une protéine qui contribue à la stabilisation des microtu-
bules au front de migration et il a été observé que l’absence d’APC
induit une diminution du niveau d’acétylation des microtubules (Kro-
both et al., 2007). J’ai dont induit une déplétion d’APC dans les
astrocytes, en utilisant un siRNA, afin de déterminer si ce lien fonc-
tionnel entre le niveau d’acétylation des microtubules et APC existe
dans les astrocytes. La déplétion d’APC grâce à un siRNA induit une
diminution du niveau d’expression de la protéine (Figure 3.12). J’ai
analysé l’intensité de fluorescence de l’acétylation puis normalisé par
celle de la tubuline afin de quantifier le niveau d’acétylation des cellules.
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J’ai observé une diminution du niveau d’acétylation des microtubules
dans les astrocytes transfectés avec le siAPC (Figure 3.12).
Ces résultats suggèrent qu’il existe un lien entre APC et le niveau
d’acétylation des microtubules dans les astrocytes.
Figure 3.12 – Lien entre APC et l’acétylation des microtubules
A. Immunofluorescence d’astrocytes après 8h de migration. Les astrocytes sont
transfectés avec un siRNA ciblant la luciférase (Control) ou APC (siAPC). Les
microtubules sont marquées en magenta, APC en vert et l’acétylation en gris,
contraste inversé. Barre d’échelle 10µm. B. Analyse quantitative par western blot
du niveau d’expression d’APC dans des lysats d’astrocytes transfectés avec un
siLuciférase (Control) ou siAPC. GAPDH est utilisé comme contrôle de charge. C.
Graphique représentant le niveau d’acétylation par cellule normalisé par le taux de
tubuline totale.(n=1 100 cellules par condition, SEM pour les 100 cellules).
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plaques d’adhérence
3.4.2 La déplétion d’APC induit une perturbation de la dy-
namique des plaques d’adhérence
Afin de confirmer le lien entre APC et le niveau d’acétylation des mi-
crotubules, j’ai analysé si la diminution du niveau d’expression d’APC
influence la dynamique des plaques d’adhérence de la même manière
que dans les cellules dépourvues d’αTAT1. En effet l’hypoacétylation
des microtubules induite par l’absence d’αTAT1 perturbe la dynamique
des plaques d’adhérence et l’absence d’APC induit une hypoacétylation
des microtubules. J’ai observé que l’absence d’APC induit une augmen-
tation du nombre de plaques d’adhérence et affecte leur distribution
indiquant une perturbation de leur dynamique (Figure 3.13)
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3.4 L’absence d’APC phénocopie l’absence d’αTAT1
Figure 3.13 – La déplétion d’APC induit une perturbation de la dyna-
mique des plaques d’adhérence
A. Immunofluorescence d’astrocytes après 8h de migration. Les astrocytes sont trans-
fectés avec un siRNA ciblant la luciférase (Control) ou APC (siAPC). Les plaques
d’adhérence sont représentées en magenta. Barre d’échelle 10µm. B. Graphiques
représentant le nombre moyen de plaques d ’adhérence par cellule pour chaque
condition (à gauche) et la distance moyenne entre les plaques d’adhérence et le front
de migration (à droite) (n=3, 100 cellules par expérience, t test)
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Chapitre 3. L’acétyltransferase αTAT1 (ou l’acétylation) régule la dynamique des
plaques d’adhérence
En résumé,
- La déplétion d’αTAT1 affecte la dynamique des plaques
d’adhérence ce qui signifie que l’acétylation des microtubules
ou la présence de la protéine contribue à la régulation de leur
dynamique.
- Le sauvetage phénotypique observé après sur expression
d’αTAT1, couplé à sa localisation au niveau des sites d’adhé-
sion, suggère un role spécifique de l’acétyltransférase dans la
régulation de cette dynamique.
- APC a un rôle possible dans la régulation du niveau d’acé-
tylation des microtubules ou d’αTAT1.
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3.4 L’absence d’APC phénocopie l’absence d’αTAT1
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4 l’acétylation des microtubules par αTAT1régule le trafic membranaire à proximitédes plaques d’adhérence.
4.1 αTAT1 contrôle la dynamique des plaques d’adhé-
rence en régulant la capture des microtubule
par MICAL3
4.1.1 MICAL3 et ELK sont récrutés à proximité des plaques
d’adhérence durant la migration astrocytaire
La stabilisation et la capture des microtubules au front de migration,
au niveau de la membrane plasmique est nécessaire à la régulation de
la dynamique des plaques d’adhérence durant la migration. En effet la
localisation des microtubules à proximité des sites d’adhésion permet
le transport vers et à partir des plaques d’adhérence, et la régulation
localisée de l’exocytose et l’endocytose de composants nécessaires à
leur dynamique.
Les protéines contribuant à la capture des microtubules au niveau
de la membrane plasmique à proximité des plaques d’adhérence sont
diverses (Akhmanova and Steinmetz, 2008). Parmi ces protéines ELK
et MICAL3 contribuent à la capture des microtubules afin de réguler
l’exocytose de cargos au niveau de la membrane plasmique (Grigoriev
et al., 2007). Dans les astrocytes, les protéines MICAL3 et ELK se
situent à proximité des plaques d’adhérence (Figure 4.1.A et B). Les
astrocytes sur-exprimant MICAL3 (MICAL3-GFP) ou ELK (ELK-
GFP) ainsi que la Paxilline (Paxillin-mCherry) ont été photographiés à
intervalle régulier. On observe que MICAL3 est recruté à proximité des
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4.1 αTAT1 contrôle la dynamique des plaques d’adhérence en régulant la capture
des microtubule par MICAL3
plaques d’adhérence dès l’assemblage des plaques d’adhérence jusqu’à
leur désassemblage (Figure 4.1.A).
La localisation de ces protéines à proximité des plaques d’adhérence
suggère leur contribution à la dynamique des plaques d’adhérence
durant la migration.
Figure 4.1 –MICAL3 et ELK sont recrutés à proximité des plaques d’adhé-
rence
Les astrocytes sur-expriment les protéines MICAL3 ou ELK et la Paxilline. A. Pho-
tographies prises à intervalle régulier (minutes) durant la migration des astrocytes
sur-exprimant MICAL3 et la Paxilline. B. Photographies prises durant la migration
des astrocytes sur-exprimant ELK et la Paxilline. Barre d’échelle 5µm sur les images
à gauche et 1µm sur les agrandissements.
4.1.2 αTAT1 régule le recrutement de MICAL3 à proximité
des plaques d’adhérence
Dans les cellules transfectées avec siαTAT1, je n’ai pas observé
de défaut de localisation de ELK au niveau des plaques d’adhérence,
comme l’indique l’image et le graphique représentant la proportion
de plaques d’adhérence décorées par ELK par cellule (Figure 4.2.A).
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Chapitre 4. l’acétylation des microtubules par αTAT1 régule le trafic membranaire à
proximité des plaques d’adhérence.
Cependant j’ai observé un défaut de recrutement de MICAL3 dans les
astrocytes transfectés avec siαTAT1 (Figure 4.2.B).
Ces résultats montrent qu’αTAT1 est nécessaire au recrutement de
MICAL3 à proximité des plaques d’adhérence dans les astrocytes en
migration. Ils suggèrent qu’αTAT1 est impliquée dans la capture des
microtubules près des sites d’adhésion afin de réguler leur dynamique.
Figure 4.2 – αTAT1 est nécessaire au recrutement de MICAL3 mais pas
de ELK
A. Les astrocytes sur-expriment les protéines ELK et Paxilline. Photographies prises
à 8h de migration. Le graphique représente la proportion de plaques d’adhérence par
cellule décorées par ELK. B. Les astrocytes sur-expriment les protéines MICAL3
et Paxilline. Photographies prises à 8h de migration. Le graphique représente la
proportion de plaques d’adhérence par cellule décorées par MICAL3. Barre d’échelle
10µm. (n=3, 50 cellules par expérience, t test)
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4.2 αTAT1 contrôle le trafic vésiculaire dépendant des Rab6A au niveau des plaques
d’adhérence
4.2 αTAT1 contrôle le trafic vésiculaire dépendant
des Rab6A au niveau des plaques d’adhérence
La stabilisation et la capture des microtubules au front de migration
au niveau de la membrane plasmique sont essentielles à la régulation
de la dynamique des plaques d’adhérence. Le recrutement des microtu-
bules à proximité des sites d’adhésions permet de contrôler l’exocytose
localisée de cargos. MICAL3 participe à la capture des microtubule
nécessaire à l’exocytose de vésicules, notamment celles Rab6A positives
(Grigoriev et al., 2007, 2011).
J’ai donc analysé si la déplétion d’αTAT1, qui induit un défaut de
recrutement de MICAL3, affecte l’exocytose des cargos Rab6A positifs.
Pour cela j’ai analysé le trafic de ces vésicules dans les astrocytes en
migration à proximité des plaques d’adhérence. Les astrocytes qui sur-
expriment Rab6A et la Paxilline sont photographiés à intervalle régulier
(5 secondes) durant 10 minutes (Figure 4.3.A et B). Afin d’analyser la
localisation spatio-temporelle des vésicules Rab6A positives à proxi-
mité des plaques d’adhérence, j’ai effectué des kymographes (Figure
4.4.A, B et C). Les kymographes sont des représentations graphiques
de la localisation des vésicules (en vert) au cours du temps à proximité
des plaques d’adhérence (en magenta) le ong d’une ligne épaisse. Les
kymographes sont tracés dans le sens indiqué par la flèche (Figure
4.3.A et B) et avec une épaisseur représenté par le carré (Figure 4.3.A
et B). Dans les astrocytes en migration, les vésicules Rab6A positives
sont transportées depuis l’appareil de Golgi vers les plaques d’adhé-
rence puis sont exocytées au niveau de la membrane plasmique. Dans
les conditions contrôles, on observe la présence de vésicules Rab6A à
proximité des plaques d’adhérence (Figure 4.3.A). On peut observer
différents phénotypes concernant les vésicules Rab6A positives (Figure
4.3.C) :
— fusion : les vésicules sont transportées à proximité des plaques
d’adhérence puis disparaissent, probablement exocytées (indiqué
par les flèches blanches),
— formation : les vésicules Rab6A positives peuvent apparaitre à
proximité des plaques d’adhérence,
— passage : les vésicules Rab6A positives "passent" à proximité des
plaques d’adhérence,
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Chapitre 4. l’acétylation des microtubules par αTAT1 régule le trafic membranaire à
proximité des plaques d’adhérence.
— persistance : les vésicules Rab6A positives sont transportée à
proximité des plaques d’adhérence et persitent pendant une
longue periode avant de disparaitre,
Dans les astrocytes transfectés avec siαTAT1, on observe sur le kym
Cependant mais celles ci persistent à proximité des sites d’adhésions
durant un temps plus long que dans les astrocytes contrôles avant de
disparaitre (Figure 4.3.B). J’ai aussi analysé la proportion de vésicules
exocytées à proximité des plaques d’adhérence dans les deux conditions
et j’ai observé qu’il y a moins d’évènements de fusion des vésicules
Rab6A positives à proximité des plaques d’adhérence dans les astrocytes
transfectés avec siαTAT1 que dans les astrocytes contrôles (Figure
4.3.C).
La déplétion d’αTAT1 induit une diminution du nombre de vésicules
Rab6A-positives exocytées. Les vésicules Rab6A positives persistent
aussi plus longtemps à proximité des plaques d’adhérence dans cette
condition. Nous en déduisons que la déplétion d’αTAT1 perturbe
l’exocytose des vésicules Rab6A positives à proximité des plaques
d’adhérence.
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4.2 αTAT1 contrôle le trafic vésiculaire dépendant des Rab6A au niveau des plaques
d’adhérence
Figure 4.3 – la déplétion d’αTAT1 induit une perturbation de la fusion
des vésicules Rab6A positives
A. Les astrocytes sur-expriment Rab6A-GFP et Paxillin-mCherry et sont trans-
fectés avec un siRNA ciblant la Luciférase (Control) ou un siRNA ciblant αTAT1
(siαTAT1). Les astrocytes sont photographiés à intervalle régulier (5 secondes) afin
d’analyser la dynamique des vésicules à proximité des plaques d’adhérence. B. Ky-
mographes indiquant la localisation des vésicules Rab6A positives à proximité des
plaques d’adhérence au cours du temps. C. Le graphique indique la proportion (%)
d’évènements de fusion des vésicules Rab6A positives dans les deux conditions. (N=3,
10 plaques d’adhérence par cellule, 10 cellules par expérience, t test)
Le trafic vésiculaire dépendant de Rab6A à proximité des plaques d’adhé-
rence régule la dynamique des sites d’adhésion
Afin de déterminer si le trafic vésiculaire dépendant de Rab6A vers
les plaques d’adhérence est nécessaire à la régulation de la dynamique
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Chapitre 4. l’acétylation des microtubules par αTAT1 régule le trafic membranaire à
proximité des plaques d’adhérence.
des plaques d’adhérence, j’ai induit une déplétion de Rab6A dans les
astrocytes, en utilisant un siRNA. Le but est de déterminer si il existe un
lien fonctionnelentre le niveau d’acétylation des microtubules et Rab6A
dans les astrocytes. Les cellules transfectées avec le siRNA ciblant
spécifiquement Rab6A montre une diminution du niveau d’expression
de la protéine, comme indiqué sur l’analyse quantitative par western
blot (Figure 4.4.B).
Afin de confirmer le lien fonctionnel entre Rab6A et le niveau
d’acétylation des microtubules, j’ai analysé si la diminution du niveau
d’expression de Rab6A influence la dynamique des plaques d’adhérence
de la même manière que dans les cellules dépourvues d’αTAT1. J’ai
observé que l’absence de Rab6A induit une augmentation du nombre
de plaques d’adhérence et affecte leur distribution, effets similairse aux
effets de l’hypo-acétylation des microtubules (4.4.A et C). Ces résultats
suggèrent qu’il existe un lien fonctionnel entre Rab6A et l’acétylation
des microtubules ou la présence de la protéine αTAT1.
page 181
4.2 αTAT1 contrôle le trafic vésiculaire dépendant des Rab6A au niveau des plaques
d’adhérence
Figure 4.4 – Le trafic vésiculaire dépendant de Rab6A est nécessaire à la
dynamique des plaques d’adhérence
A. Immunofluorescence d’astrocytes fixés après 8h de migration. Les astrocytes sont
transfectés avec un siRA ciblant la Luciférase (Control) ou MICAL3 (siMICAL3).
Les plaques d’adhérence sont marquées en magenta. B. Analyse quantitative par
western blot indiquant la diminution du niveau d’expression de Rab6A dans les
cellules transfectées avec les siRNA correspondants. C. Graphique représentant le
nombre moyen de plaques d’adhérence par cellule, et la distance moyenne entre ces
plaques d’adhérence et le front de migration (N=3 100 cellules par expérience, t
test).
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proximité des plaques d’adhérence.
En résumé,
- La capture des microtubules à proximité des plaques d’adhé-
rence est nécessaire à la régulation de la dynamique des sites
d’adhésions. La déplétion d’αTAT1 perturbe le recrutement
de MICAL3 à proximité des plaques d’adhérence.
- Le trafic vésiculaire dépendant de Rab6A contribue à la
dynamique des plaques d’adhérence. La déplétion d’αTAT1
perturbe la fusion des vesicules Rab6A positives à proximité
des plaques d’adhérence.
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4.2 αTAT1 contrôle le trafic vésiculaire dépendant des Rab6A au niveau des plaques
d’adhérence
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La polyglutamylation ne régule pas la
mise en place de la polarité cellulaire
dans les astrocytes
Niveau de polyglutamylation dans les cellules du système
nerveux central
Les microtubules de cellules neuronales présentent un niveau élevé
de polyglutamylation (Figure 1). Le rôle de cette modification dans
le développement et la régénération neuronale a été identifié (Harris
et al., 2000) ainsi que dans la composition et la fonction synaptique
(Ikegami et al., 2007). Cependant, dans les astrocytes, cellules gliales
servant de support aux neurones, la polyglutamylation semble être
quasi absente. Il est possible que cette modification soit essentielle
à certaines fonctions spécifiques des neurones, non assurées par les
astrocytes.
Figure 5 – Polyglutamylation des microtubules dans les neurones
Immunofluorescence de cellules neuronales primaires. La polyglutamylation est mar-
qué avec l’anticorps GT335. Barre d’échelle : 20µm Regnard et al. (2003)
Rôle de la polyglutamylation dans la mise en place de la
polarité cellulaire
J’ai étudié le rôle potentiel de la polyglutamylation des microtubules
dans la mise en place de la polarité cellulaire chez les astrocytes.
Pour cela j’ai diminué le niveau de polyglutamylation en utilisant
deux approches, en déplétant TTLL1 et en sur-exprimant CCP5, en
collaboration avec Cartsen Janke. J’ai ensuite analysé l’orientation de
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l’axe noyau-centrosome. Je n’ai pas observé de défaut de l’orientation
de cet axe ce qui signifie que la polyglutamylation n’est pas impliquée
dans la régulation de la polarité chez les astrocytes (Partie 1.2).
Rôle du cil primaire dans la migration cellulaire
Durant ma thèse, j’ai montré que le cil primaire est la principale
structure polyglutamylée dans les astrocyte primaire de rat en migra-
tion. La polyglutamylation est essentielle dans la maintenance des cils
(Wloga and Gaertig, 2010) et dans la mobilité des cellules flagellées
(Campbell et al., 2002). J’ai aussi montré que le cil primaire est polarisé
durant la migration des astrocytes (Partie 1). De manière intéressante
et contrairement à ce qui a été observé dans des fibroblastes (MEF
et NIH3T3) (Schneider et al., 2009), le cil primaire est orienté dans
la direction inverse de la migration dans les astrocytes. Il est pos-
sible la différence d’orientation du cil dans différents types cellulaires
correspond à une différence de types de signaux reçus.
L’orientation correcte du cil primaire et du centrosome en l’absence
de polyglutamylation suggère que cette modification ne contribue
pas à la mise en place de polarité cellulaire durant la migration des
astrocytes. Cependant il est possible que le cil primaire joue quand
même un rôle durant la migration des astrocytes. En effet dans de
nombreux types cellulaires, cette structure joue un rôle de senseur du
micro-environnement. Une étude a démontré son rôle dans plusieurs
activités requises pour la migration cellulaire (Veland et al., 2014). Un
défaut de ce cil induit des défauts d’organogénèse et de réparation
des tissus ainsi que la formation de métastases de certaines tumeurs
(Veland et al., 2014). Il serait intéressant d’étudier le rôle potentiel
du cil primaire dans la migration et la mise en place de la polarité
dans les astrocytes. Il est probable, cependant, que le test de blessure
in vitro ne soit pas approprié et que le cil primaire soit impliqué
dans la réception des signaux présents uniquement in vivo, dans un
environnement cellulaire plus complexe. Il serait donc intéressant de
tester le rôle du cil dans des souris KO, ou dans le modèle nouvellement
développé au laboratoire chez le zébrafish.
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Rôle de la polyglutamylation du réseau de microtubules
J’ai observé que le réseau de microtubules est faiblement, voir non,
polyglutamylé au sein de la protrusion des astrocytes. Une stratégie
pour étudier le rôle potentiel de cette modification est d’augmenter
son niveau en surexprimant une TTLL. J’ai surexprimé TTLL5, une
glutamylase initiatrice et j’ai observé qu’en présence de cette enzyme, le
réseau de microtubules cytoplasmiques est fortement glutamylé (Figure
2). Je n’ai pas effectué d’analyse de l’orientation du centrosome et du
cil primaire dans cette condition, mais il serait intéressant d’observer
la conséquence de cet élévation du niveau de polyglutamylation sur la
régulation de la migration astrocytaire.
Figure 6 – Augmentation du niveau de polyglutamylation des microtu-
bules dans les astrocytes qui surexpriment TTLL5
Immunofluorescence d’astrocyte après 8h de migrations. La polyglutamylation est
marqué avec l’anticorps GT335 (en rouge), les microtubules (en gris) et TTLL5-GFP
(en vert). Barre d’échelle : 10µm
Une grande diversité de TTLLs
Une de mes stratégies pour diminuer le niveau de polyglutamylation
des microtubules dans les astrocytes a été de cibler une seule TTLL,
TTLL1. Or il existe un grand nombre de TTLLs, ayant des spécificité
de réaction et de substrat différentes. Il est possible que les autres
TTLLs contribuent à la régulation de la migration cellulaire. Je n’ai
pas eu le temps ni les constructions nécessaires pour poursuivre dans
cette direction.
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L’acétylation et la détyrosination des
microtubules régulent la migration
cellulaire
L’acétylation et la détyrosination des microtubules occupent
des fonctions différentes
L’acétylation et la détyrosination sont deux modifications post-
traductionnelles de l’α-tubuline observées généralement au niveau des
microtubules âgés et stables. L’acétylation est située au niveau du résidu
lysine 40 localisé sur la surface luminale des microtubules tandis que la
détyrosination est située sur l’extrémité de la queue carboxy-terminale
de la tubuline, localisée sur la surface externe des microtubules. Bien
qu’ayant des localisations différentes au niveau de la tubuline, elles
sont associées dans plusieurs études au même phénotype (Cambray-
Deakin and Burgoyne, 1987b). Leurs fonctions biologiques ne sont pas
complètement déterminées, cependant certains travaux ont identifié
des rôles potentiels dans la régulation de l’interaction des moteurs
moléculaires et des protéines associées aux microtubules (MAPs), mais
aussi dans la régulation de la dynamique des microtubules.
Durant ma thèse, j’ai observé que la déplétion de l’acétyl-transférase
αTAT1 induit une diminution de la vitesse de migration des astrocytes
en deux dimensions. Or des résultats préliminaires effectués par Melissa
Glatigny une stagiaire de M2, indiquent que la diminution du niveau
de détyrosination induit une augmentation de la vitesse de migration
des astrocytes. Ces résultats suggèrent que les deux modifications
post-traductionnelles régulent la migration astrocytaire, mais leur
modulation n’induit pas le même phénotype.
L’étude détaillée des plaques d’adhérence dans ces différentes condi-
tions m’a permis d’identifier un rôle d’αTAT1 dans la régulation de la
dynamique des plaques d’adhérence. D’autre part, la détyrosination ne
semble pas réguler la dynamique des plaques d’adhérence (Partie 3).
Des différences qui pourraient s’expliquer par des
différences de localisation de ces modifications
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L’acétylation est située au niveau du résidu lysine 40 localisé sur
la surface luminale des microtubules tandis que la détyrosination est
située sur l’extrémité de la queue carboxy-terminale de la tubuline,
localisée sur la surface externe des microtubules. Une des principales
hypothèse concernant la fonction de ces modifications est leur rôle
dans la modulation des interactions des moteurs moléculaires et des
protéines associées aux microtubules. De part leur localisation, il est
fortement probable que ces deux modifications modulent l’interaction
de protéines associées différentes.
L’acétylation et la détyrosination sont généralement associées aux
microtubules stables. Même si la distribution de ces modifications est
sensiblement la même chez les astrocytes en migration, j’ai observé
qu’elles n’étaient pas toujours localisées sur les mêmes microtubules
ou qu’elles décoraient des fragments différents (Figure 3). Cependant
plusieurs études (Kalebic et al., 2013), dont la mienne, suggèrent que
les enzymes responsables de ces modifications seraient régulées en
réponse à des signaux extérieurs. Les voies de signalisation contrôlant
l’acétylation et la détyrosination pourraient donc être différentes.
Figure 7 – Différences de localisation de l’acétylation et de la détyrosina-
tion des microtubules
Immunofluorescence d’astrocytes primaire de rat à 8h de migration. La détyrosination
est en cyan (à gauche), l’acétylation en vert (à droite) et les microtubules en magenta
(deux images de gauche). Le zoom, indiqué par le carré en pointillé à gauche, montre
la superposition de l’acétylation (en vert) et de la détyrosination (en magenta). Barre
d’échelle : 10µm
Hypothèse sur la fonction de la détyrosination durant la
migration astrocytaire
L’association de l’acétylation et la détyrosination avec les micro-
tubules stables pourrait laisser penser qu’elles ont des fonctions sem-
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blables. Pourtant, j’ai observé des effets très différents sur la migration
astrocytaire (Partie 2.3).
La diminution du niveau de détyrosination induit une augmentation
de la vitesse de migration des astrocytes (Partie 2.3). Cela suggère
que cette modification est impliquée dans la régulation de la migration
astrocytaire. Je n’ai pas observé d’effet du niveau de détyrosination des
microtubules sur le nombre et la distribution des plaques d’adhérence
(Partie 3). Cela signifie que la détyrosination contrôle la migration
des astrocytes via un mécanisme de régulation différent de celui de
l’acétylation, mais celui-ci reste à déterminer.
αTAT1 ou le niveau d’acétylation ?
Les résultats que j’ai obtenus durant ma thèse indique que la déplé-
tion d’αTAT1 induit une perturbation de la dynamique des plaques
d’adhérence (Partie 3). La modification du niveau global d’acétylation
en modulant l’expression ou l’activité d’HDAC6 ne semble pas affecter
la dynamique des sites d’adhésion. Le sauvetage phénotypique obtenu
après surexpression d’αTAT1 dans les astrocytes transfectés avec un
siRNA ciblant αTAT1 mais non rétabli après inhibition d’HDAC6 par
ajout de tubacine indique que l’acétyltransférase, plus que l’acétylation
des microtubules, joue un rôle crucial dans la régulation de la dyna-
mique des plaques d’adhérence. De plus, la localisation d’αTAT1 au
niveau des plaques d’adhérence semble confirmer cette hypothèse.
Il n’existe pas d’anticorps reconnaissant spécifiquement αTAT1 per-
mettant une observation de la protéine endogène par immunomarquage.
L’observation de la localisation de l’enzyme que j’ai faite a été effectuée
dans un contexte de surexpression de l’acétyltransférase couplée à la
GFP. Afin de confirmer la localisation de l’enzyme, je clone actuelle-
ment αTAT1 fusionnée à une autre protéine fluorescente afin d’éliminer
ou valider la possible contrubution du tag dans la localisation de
l’enzyme.
Afin de confirmer qu’αTAT1, et non le niveau d’acétylation des
microtubules, régule la dynamique des plaques d’adhérence, j’ai sur-
exprimée la tubuline dont le résidu lysine 40 est muté et non acétylable
par αTAT1. Cependant la surexpression de la tubuline sous cette forme
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n’a pas fonctionné, probablement en raison d’un problème d’incorpora-
tion de la tubuline fusionnée à la GFP dans la matrice de microtubules
en raison de sa taille. J’ai donc cloné cette tubuline avec un tag HA
beaucoup plus petit. Malheureusement la surexpression de la tubuline
mutée n’induit pas de diminution du niveau d’acétylation (Figure 4),
probablement en raison d’un problème d’incorporation de la sous-unité
mutée dans la matrice des microtubules. Cette expérience aurait pu
confirmer le rôle spécifique d’αTAT1 dans la régulation de la dynamique
des plaques d’adhérence.
Figure 8 – La surexpression de la tubuline mutée au niveau de la lysine
40 n’induit pas de diminution du niveau d’acétylation
Immunofluorescence d’astrocytes primaire de rat. Les microtubules sont en cyan,
l’acétylation en vert et la tubuline mutée K40R fiusionnée au tag HA en magenta.
Barre d’échelle : 10µm
Même s’il est difficile de conclure définitivement, mes résultats
suggèrent très fortement que c’est la localisation de l’enzyme αTAT1
plutôt que l’acétylation des microtubules qui contrôlerait le trafic
membranaire vers les plaques d’adhérence et la migration cellulaire.
L’acétylation des microtubules ne serait alors qu’une autre conséquence
de la régulation d’αTAT1, indépendant du contrôle de la migration.
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αTAT1 régule la dynamique des
microtubules à proximité des plaques
d’adhérence
Les microtubules et les plaques d’adhérence, une association
étroite.
Il a été démontré que les microtubule peuvent cibler spécifiquement
et à maintes reprises les plaques d’adhérences matures (Kaverina et al.,
1998; Krylyshkina et al., 2003). L’instabilité dynamique permet aux
microtubules d’individuellement s’associer plusieurs fois à certaines
plaques d’adhérence (Kaverina et al., 1998) et cette association s’ef-
fectue plus fréquemment dans les zones de désassemblage des sites
d’adhésion (Rid et al., 2005). De plus, l’observation des microtubules en
TIRF a montré que leur extrémité "+" se situait à proximité (<10nm)
de la membrane plasmique au niveau des plaques d’adhérence (Ezratty
et al., 2005). Le mécanisme qui permet aux microtubules de recon-
naitre et interagir avec les plaques d’adhérence à désassembler n’est
pas entièrement résolu mais pourrait impliquer le contrôle du trafic
membranaire (Ezratty et al., 2009) et/ou la signalisation, en particulier
par les petites protéines G (p190Rho, RhoGEFH) (Etienne-Manneville,
2013b)
L’interaction entre les microtubules et les plaques d’adhérence affecte
aussi la stabilité des microtubules. En effet, chaque interaction entre les
microtubules et les plaques d’adhérence est associée à une pause de la
polymérisation des microtubules suivie d’une rapide dépolymérisation
et d’un désassemblage de la plaque d’adhérence ciblée. Le mécanisme
moléculaire n’est pas totalement compris.
Dans les astrocytes, j’ai observé une étroite association entre les
microtubules et les plaques d ’adhérence durant la migration. Les
microtubules semblent se situer à proximité des plaques d’adhérence
durant leur cycle de vie, ce qui confirme leur rôle dans la régulation de
la dynamique des sites d’adhésion (Partie 3). Les microtubules présents
près des plaques d’adhérence sont acétylés. La déplétion d’αTAT1
perturbe la dynamique des plaques d’adhérence, ce qui suggère un rôle
prépondérant d’αTAT1 dans la régulation de leur dynamique.
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L’acétylation, un marqueur de stabilité ?
Aucune étude in vivo n’a démontré de lien direct entre le niveau
d’acétylation des microtubules et leur stabilité. Dans les astrocytes, le
niveau le plus élevé d’acétylation se situe sur les microtubules autour
du noyau et du centrosome, siège principal de la polymérisation des
microtubules et donc ceux les plus "âgés". Il est donc possible qu’il
existe une corrélation entre le niveau d’acétylation des microtubules et
leur dynamique.
J’ai montré qu’APC favorise la stabilité des microtubules en gé-
néral et contrôle l’acétylation des microtubules à l’extrémité positive
des microtubules (Partie 3). Il reste à déterminer si APC contrôle
la localisation ou l’activité d’αTAT1 et s’il peut intéragir physique-
ment avec cette enzyme. La localisation à l’extrémité positive des
microtubules à l’avant des astrocytes en migration est controlée par
la voie Cdc42/Par6/aPKC/GSK3. Dans une prochaine étape, nous
allons vérifier l’implication de cette voie dans le recrutement d’αTAT1
et l’acétylation des microtubules.
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αTAT1 régule la capture des microtubules
à proximité des plaques d’adhérence
αTAT1 contrôle le recrutement de MICAL3
La stabilisation et la capture des microtubules au front de mi-
gration, au niveau de la membrane plasmique, sont nécessaires à la
régulation de la dynamique des plaques d’adhérence durant la migra-
tion. La localisation des microtubules à proximité des sites d’adhésion
permet de controler l’exocytose et l’endocytose localisée de compo-
sants nécessaires à leur dynamique. Diverses protéines contribuent à la
capture des microtubules à proximité des plaques d’adhérence, telles
que ELK, LL5β et MICAL3. J’ai observé une localisation d’ELK et
MICAL3 à proximité des plaques d’adhérence. De façon intéressante,
MICAL3 décore les sites d’adhésion durant la migration (Partie 4).
Cette protéine est recrutée à proximité des plaques de leur assemblage
à leur désassemblage. La déplétion d’αTAT1 perturbe le recrutement
de MICAL3 à proximité des plaques d’adhérence. Cela signifie que la
capture des microtubules est affectée au niveau de la membrane plas-
mique. La perturbation de la capture des microtubules à proximité des
plaques d’adhérence peut possiblement perturber le trafic dépendant
des microtubules nécessaires à la migration.
Lien réciproque possible entre l’acétylation des
microtubules par αTAT1 et MICAL3
La destabilisation des microtubules à l’avant des astrocytes suite
à la déplétion d’APC induit une diminution du niveau d’acétylation
des microtubules. J’ai analysé si la déplétion de MICAL3 par siRNA
qui doit induire une perturbation de la capture des microtubules à la
membrane, induit une hypo-acétylation des microtubules destabilisés.
J’ai observé une diminution du niveau d’acétylation des microtubules
dans les astrocytes transfectés avec siMICAL3 (Figure 5). Cela suggère
que la capture des microtubules à proximité des plaques d’adhérence
induit possiblement une acétylation des microtubules, potentiellement
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en les stabilisant. Cela peut aussi suggérer que la capture des microtu-
bules permet le recrutement d’αTAT1 au niveau des sites d’adhésion
afin d’acétyler les microtubules mais je ne peux pas le vérifier faute
d’anticorps reconnaissant spécifiquement αTAT1.
Figure 9 – La déplétion de MICAL3 induit une diminution du niveau
d’acétylation des microtubules
A. Immunofluorescence d’astrocytes après 8h de migration. Les astrocytes sont
transfectés avec un siRNA control ou siMICAL3. Les microtubules et l’acétylation
des microtubules sont en contraste inversé. A droite le graphique représente le ratio
entre la quantité de microtubules acétylés et la quantité de microtubules totale. Barre
d’échelle : 10µm (n=1, 100 cellules par condition)
APC et la capture des microtubules
APC est impliquée dans la stabilisation des microtubules au front
de migration et régule ainsi leur dynamique (Partie 3). Afin de savoir
si c’est un défaut de la dynamique des microtubules qui affecte la
capture des microtubules à proximité des plaques d’adhérence, j’étudie
actuellement la localisation de MICAL3 dans les astrocytes déplétées
en APC. Je devrais normalement obtenir un défaut de recrutement de
MICAL3 à proximité des plaques d’adhérence.
page 197
αTAT1 régule le trafic vésiculaire
dépendant de Rab6A vers les plaques
d’adhérence
αTAT1 régule l’exocytose vers les plaques d’adhérence
Rab6A contribue à la régulation du transport des protéines à partir
de l’appareil de Golgi au réticulum endoplasmique (Matanis et al., 2002;
Monier et al., 2002). Elle est aussi impliquée dans l’exocytose et le
trafic membranaire dépendant des microtubules (Grigoriev et al., 2007,
2011). Il a été démontré que la capture des microtubules à proximité des
plaques d’adhérence est nécessaire pour l’exocytose localisée impliquée
dans la dynamique des plaques d’adhérence et les vésicules rab6A
positives sont exocytées à proximité des plaques d’adhérence (Stehbens
et al., 2014). J’ai étudié le trafic des vésicules Rab6A positives, en
collaboration avec Bruno Goud, et confirmé l’exocytose localisée de
ces cargos dans les astrocytes. J’ai montré que les vésicules Rab6A
positives sont transportées à proximité des plaques d’adhérence et sont
exocytées. La déplétion d’αTAT1 induit une persistance des vésicules à
proximité des sites d’adhésion, ce qui indique un rôle d’αTAT1 dans la
régulation de la fusion des vésicules d’exocytose (Partie 4). Dans une
étude précédente (Grigoriev et al., 2011), la capture des microtules au
cortex par MICAL3 ne régule pas uniquement la fusion des vésicules
d’exocytose Rab6A-positives. MICAL3 et ELK régulent aussi la fusion
des vésicules Rab8-positives. J’étudie actuellement le rôle d’αTAT1
dans la régulation de la fusion des vesicules Rab8-positives.
L’acétylation des microtubules par αTAT1 et l’endocytose
des intégrines
L’endocytose des intégrines est essentielle dans la dynamique des
plaques d’adhérence. Les microtubules contribuent à la régulation du
recyclage des intégrines en régulant les composants nécessaires à leur
endocytose (Ezratty et al., 2005, 2009) et les voies de signalisation im-
pliquées (Palazzo et al., 2004). L’acétyltransférase αTAT1 est localisée
au niveau des puits de clathrine car elle interagit directement avec AP2,
adaptateur essentiel pour l’endocytose des intégrines et l’endocytose
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dépendante de la clathrine, ce qui contribue à la dynamique des plaques
d’adhérence (Ezratty et al., 2009). Pour étudier le rôle d’αTAT1 dans
le trafic des intégrines, j’ai commencé à étudier ce trafic vers les plaques
d’adhérence ainsi que leur recyclage en utilisant le système RUSH, en
collaboration avec Franck Perez. Ce système permet la synchronisation
et la visualisation du trafic des protéines vers la membrane plasmique
(Boncompain et al., 2012).
La capture des microtubules et l’exocytose localisée
Les protéines ELK et MICAL contribuent à la capture des micro-
tubules à proximité des plaques d’adhérence et régulent la fusion des
vésicules Rab6A et Rab8 positives avec la membrane plasmique (Gri-
goriev et al., 2011). Afin de confirmer le rôle d’αTAT1 dans le trafic
membranaire à proximité des plaques d’adhérence, j’étudie actuelle-
ment le trafic de Rab8 dans les astrocytes en migration en absence
d’αTAT1.
Afin de confirmer le rôle crucial de MICAL3 dans l’exocytose lo-
calisée des vésicules Rab6A positives nécessaire à la régulation de la
dynamique des plaques d’adhérence, j’ai entrepris d’analyser le trafic
membranaire de Rab6A dans les astrocytes en absence de MICAL3.
Je devrais obtenir un défaut de la fusion des vésicules d’exocytose
Rab6A-positives similaire à celui observé en absence d’αTAT1.
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modèle pour la régulation de la dynamique des plaques
d’adhérence par αTAT1
Le contrôle de l’exocytose à proximité des plaques d’adhérence est
essentiel pour réguler leur dynamique. Les microtubules contribuent à la
régulation de ce processus en régulant le trafic vers les sites d’adhésions.
Les microtubules sont localisés à à proximité des plaques d’adhérence
via leur capture au niveau de la membrane plasmique. Les protéines
ELK, LL5β et MICAL3 contribuent à cette capture.
D’après les résultats que j’ai obtenus durant ma thèse, αTAT1 ré-
gule la dynamique des plaques d’adhérence au cours de la migration
des astrocytes. De part sa localisation au niveau des sites d’adhésion,
αTAT1 aide au recrutement de MICAL3 autour des plaques d’adhé-
rence nécessaire à la capture des microtubules à proximité des plaques
d’adhérence. La localisation des microtubules au niveau du cortex
contribue à la fusion des vésicules d’exocytose Rab6A-positives avec
la membrane plasmique. La capture des microtubules à proximité des
plaques d’adhérence pourrait induire leur acétylation préférentielle afin
de contribuer à leur stabilisation par l’intermédiaire d’APC, protéine
intéragissant avec EB1.
Mon travail de thèse apporte une information sur le mécanisme de
régulation de la dynamique des plaques d’adhérence par les microtu-
bules au cours de la migration des astrocytes, ainsi qu’une fonction
de l’acétyltransférase αTAT1 dans la régulation de la fonction des
microtubules
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Figure 10 – Modèle de régulation de la dynamique des plaques d’adhé-
rence par l’acétylation des microtubules
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Culture cellulaire et essai de migration
Les primaires de rat sont cultivé selon un protocole décrit (Etienne-
Manneville, 2006) selon les règles établies par le ministère français de
l’agriculture, suivant les standarts européen.
Pour les essais de migration en deux dimensions par test de blessure,
les cellules sont cultivées sur des lamelles de verre de 35mm, destinées à
l’immunofluorescence, ou des boites (MatTek), pour la vidéomicrosco-
pie, recouvertes de poly-L-ornithine. Les cellules sont cultivées jusqu’à
confluence. Le précédent l’expérience le milieu de culture est renouvelé.
Le jour de l’expérience, une blessure sur la monocouche est effectué
à l’aide d’un cone de P200, formant une ouverture de la monocouche
d’environ 300-500nm afin d’initier la migration des astrocytes.
Drogues utilisées
La Tubacine, inhibiteur d’HDAC6, et la Niltubacine, son homologue
inactif, utilisés durant ma thèse ont été ajouté au milieu de culture au
moment où la blessure est effectuée.
Western blot
Pour les western blot, les lysats ont été obtenus en utlisant un buffer
Laemmli contenant 60mM de Tris-HCl pH 6.8, 10% de glycérol, 2%
de SDS et 50mM de dithiothreitol. Les protéines sont séparées par un
gel 10%. Les différents anticorps ainsi que les dilutions utilisées sont
détaillés dans le tableau des anticorps.
Immunofluorescence
Pour les immunofluorescence, les astrocytes sont fixés au méthanol à
-20 ou avec du Paraformaldéhyde 4%. Les anticorps et les concentrations
utilisées sont détaillés dans le tableau des anticorps.
Pour les immunofluorescence effectuées pour l’étude de la polyglu-
tamylation, les astrocytes sont fixés avec un protocole définit dans
(Magiera and Janke, 2013)
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Liste des anticorps
Anticorps anti- Espèce/Mono
ou Polyclonal
Fournisseur Fixation
concen-
tration
IF
Concentration
WB
Acetyl-tubuline Mouse M Sigma clone 6-
11B-1
MetOH
1/7500
1/15000
α-tubuline Rat M Adb Serotec
MCA77G
MetOH
1/500
1/1000
αTAT1 Rabbit P Abcam
ab58742
not for IF
APC Rabbit M Gift from Na-
thke
MetOH
1/1000
1/100
Arl13b Rabbit P Proteintech
17711-1-AP
MetOH/PFA
1/200
B3 Mouse M Abcam
ab113224
MetOH
1/5000
β-actine Mouse M Sigma A2228 PFA 1/10000
γ-tubuline Mouse M Sigma T6557 MetOH/PFA
1/400
GAPDH Mouse M Chemicon
International
MAB374
1/10000
GFP-FITC Goat Abcam MetOH/PFA
1/1000
GFP-FITC Rabbit P MetOH/PFA
1/1000
GFP-HRP Goat P Abcam
ab6663
1/3000
Glu-tubuline Rabbi P AbCys MetOH
1/500
1/1000
GM130 Rabbit P BD Transduc-
tion 610823
PFA
1/200
GT335 Mouse M AdipoGen
AG-20B-0020-
C100
MetOH/PFA
1/15000
1/15000
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Anticorps anti- Espèce/Mono
ou Polyclonal
Fournisseur Fixation
concen-
tration
IF
Concentration
WB
HA Rat M Roche
11867423001
MetOH/PFA
1/1000
1/1000
GFP-HRP Goat P Abcam
ab6663
1/3000
MICAL3 Rabbit P Merck Milli-
pore
1/500
N-cadhérine Rabbit P Abcam
ab12221-100
(lot 350009 )
MetOH/PFA
1/1000
Pan-Cadherine Mouse M Sigma C1821 MetOH/PFA
1/500
Paxilline Mouse M BD Transduc-
tion
PFA
1/500
Pericentrine Rabbit P Covance PRB
432-C
MetOH/PFA
1/500
PolyE Rabbit P Gift from C.
Janke
1/1000
Rab6A Rabbit P Santa Cruz
Gift from
B.Goud
1/500
R17 Rabbit P Gift from C.
Janke
1/1000
R20 Rabbit P Gift from C.
Janke
1/1000
Taline Mouse M Sigma T3287 MetOH
1/1000
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Liste des siRNAs
Name
Accession
number
Starting
posi-
tion Sequence
siLuciférase KX650485 528
5’-UAA GGC UAU GAA GAG AUA
C-3’
siGFP 5’-3’
siαTAT1(1) NM212498.1 218
5’-ACCGACACGUUAUUUAUGU-
3’
siαTAT1(2) NM212498.1 1226
5’-UUCGAAACCUGCAGGAACG-
3’
siαTAT1(3) NM212498.1 1461
5’-UAA UGG AUG UAC UCA UUC
A-3’
siαTAT1(4) NM212498.1 173
5’-UCA UGA CUA UUG UAG AUG
A-3’
siAPC(3) NM012499.1 141
5’-CAC CAU GUG GAU CAG CCU
A-3’
siAPC(4) NM012499.1 5200
5’-CAG AGG AAG GAG AUA
UUC-3’
siRAB6A
(1) XM006229794 658
5’-GCA ACA AUU GGC AUU GAC
UUC UUA U-3’
siRAB6A
(2) XM006229794 1364
5’-CAA ACA AUU CCA GCA UAC
UCG UGA U-3’
siMICAL3
(1) NM001191085 888
5’-UCU UGG GCA UUG AAA UUC
AUG UCA A-3’
siMICAL3
(2) NM001191085 1220
5’-GGU AUC GAC UUA GAG AAC
AUC GUC U-3’
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Liste des constructions
Name espèce Source
αTAT1-GFP human
gift from Philippe
Chavrier
αTAT1D157N-GFP human
gift from Philippe
Chavrier
HDAC6-Flag human
gift from Philippe
Chavrier
GFP
Paxillin-GFP chicken
Paxillin-mCherry chicken
Rab6A-GFP human gift from Bruno Goud
hTTL-GFP human
gift from Carsten
Janke
TubulinK40R-HA human
MICAL3-GFP XM006229794
gift from Anna
Akhmanova
ELK-GFP XM006229794
gift from Anna
Akhmanova
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